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1. INTRODUCCIÓN
1. INTRODUCCION
Las enfermedades más importantes que aquejan af hombre y a sus animales
domésticos son transmitidas por artrópodos. Entre estas enfermedades cabe citar:
tripanosomosis, paludismo,piroplasmosis,leishmaniosis,fifariosis,cowdriosis,rickettsiosis
etc...
Los artrópodos constituyen el grupo animal con mayor éxito evolutivo, debido a su
antigúedad, ubicuidad ecológica, elevado potencial biótico y capacidad genética. Son el
grupo más numeroso, con algo más de 750.000 especies descritas (3/4 partes de las
existentes en el mundo>.
Losartrópodos precedenal ser humano en unos 400 millones de años, mientras que
el origen de los patógenos es muy anterior. Aunque no podemos fijar el momento exacto del
inicio de la relación entre los artrópodosy los patógenos pero la compleja sincronización que
requieren nos hace pensar que ha necesitado de grandes adaptaciones a lo largo del
tiempo.
Uno de los principales problemas a los que se enfrenta el patógeno es la forma de
acceder a un nuevo hospedador. La solución más simple es el canibalismo. Sin embargo.
retrasando la maduración de su forma infestante. el parásito puede ser diseminado en el
medio ambiente con las heces y demás fluidos orgánicos durante largos periodos de tiempo
(Chabaud et al., 1986>.
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En el momento que el parásito abandona al hospedador y se enfrenta al medio
externo, sus probabilidades de supervivencia descienden. La intervención de un vector
disminuye notablemente este riesgo y facilita la continuación y culminación de su ciclo
biológico.
Una definición adecuada de vector podría ser la establecida por Rodhain (1985>
como: todo artrópodo hematófago que asegura la transmisión de un patógeno, ya sea de
forma biológica (con multiplicacióny/o evolución del agente en su interior) o mecánica (sin
modificación del agente), estableciendo contacto entre un vertebrado infectado/infestado
y uno libret
Un artrópodo puede ser considerado como vector principal o habitual de un agente
determinado! cuando tras aislarlo repetidas veces de ejemplares capturados en la
naturaleza y demostrarse su capacidad de transmisión experimental, posee caracteres
ecológicos que le permitan establecer un contacto estrecho entre vertebrados reservorios
y receptivos (Rodhain y Pérez. 1 985).
El gran desconocimiento de la relación parásito—vector es debido, según Rodhain
(1 9853. a la complejidad de los modelos experimentales a utilizar, a los pocos estudios
realizados sobre ladinámicade poblacionesyecología delos invertebrados,y a las escasas
referencias sobre la respuesta inmune de los artrópodos.
Dentro de la multitud de artrópodos vectores, los ácaros constituyen el segundo
grupo en importancia después de los dípteros. La distribución cosmopolita de las
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garrapatas, así como su ciclo biológico hacen que sean consideradas como vectores
potenciales de patógenos.
Las garrapatas, que acompañaron al hombre y animales domésticos en las grandes
migraciones que tuvieron lugar a finales del sigloXlxyprincipios del XX, introdujeron nuevos
agentes, que provocaron importantes epizootias tales como, la fiebre de Texas en América
y Australia y la fiebre de la costa Oriental en Africa.
La distribución de este tipo de enfermedades está condicionada por la de su vector.
En la infestación por garrapatascoinciden dos circunstancias de interés: su acción
patógena persey supapelvectorial. En cuando a la acción patógena directa. lasgarrapatas
pueden provocar pérdidas en la gananciaen peso yen la producción lactea de los animales,
dependiendo sobre todo de tres factores:
intensidad de la infestación: Norval en 1990 observó que un bovino infestado
por una sóla hembra de Ainblyomma hebraeum, durante tres meses consecutivos,
puede incrementar su peso en unos 20 Kg más que otro animal de idénticas
características pero con una infestación de 6—1 1 hembras de la misma especie.
2.— especie implicada: para Sutherst (1983) cada hembra grávida de Boophilus
microplus produce un deficit en la ganancia en peso de los animales parasitados de
0,6—1,5 g.
3.— resistencia del hospedador: En la producción animal tiene un papel primordial
la selección de razas, debido a la demanda de productos animales. Estas razas
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mejoradas suelen ser más receptivas a la infestación por garrapatas que las razas
autóctonas. Drummond (1987) observó que, 40 hembras de Amblyomma
ammericanum producían en 100 días pérdidas de hasta 26 Kg de peso de los
vacunoseuropeos (Bostaurus), mientras que en cruces de Bostaurus x Eos indicus
no se observaron alteraciones significativas.
La valoración de las pérdidas económicas producidas, tanto por la acción
directa de las garrapatas como por los agentes que transmiten, es muy dificil y requiere
estudios de larga duración y costes muy elevados. Asi, en Estados Unidos las pérdidas han
ascendido de 2,5 a 140 millones de dólares entre los años 1930 y 1985 (Orummond,
1987). Sin embargo, por importantes que parezcan estas cifras, no podemos olvidar que
el papel principal de las garrapatas es su capacidad de transmitir enfermedades que
provocan pérdidas por mortalidad opor disminución en la produccióndesus hospedadores.
La cuantía de estas pérdidas indirectas resulta difícil de precisar.
Como ejemplo diremos, que en Africa 1 75 millones de animales están actualmente
expuestos a la cowdriosis. principal obstáculo en la producción animal. En el mismo
continente, debido a la theileriosis, murieron en 1989 más de un millón de cabezas, el coste
aproximadodelas pérdidas económicas, los gastos en programas de investiga&ón y control
de las garrapatas, ascendió a 168 millones de dólares (Kariuki, D.P., 1991).
En América Latina, la anaplasmosis y la babesiosis producen pérdidas anuales
evaluadas en 1,5 billones de dólares anuales (Kariuki, D.P.. 1991).
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La FAO, a través de distintas publicaciones <1961, 1987>, ha destacado la
necesidad de establecer un control eficaz contra las garrapatas. Desde principios de este
siglo, la erradicación de las garrapatas y de las enfermedades que transmiten ha sido una
de las grandes ambiciones de muchos gobiernos. La investigación básica y aplicada ha
permitido la aplicación de nuevas soluciones en algunos paises, sin embargo, los fracasos
de otros destacan las dificultades financieras, sociales, legales, biológicas ygeográficas
de esta empresa.
Desafortunadamente, en España existen muy pocos datos sobre ~aspérdidas
económicas producidas directa o indirectamente por las garrapatas, de ahí que las
investigaciones realizadas sobre los ixódidos sean tan escasas.
Por otro lado, en nuestro país, los estudios experimentales relacionados con las
filariosis caninas se han limitado a una sola especie, Dirofilaria immitis, debido a su gran
patogenicidad. El gran desconocimiento del ciclo biológico y la acción patógena de
Dipetalonema dracunculoides, una de las filarias del perro másprevalentes en nuestro pais,
nos indujo a comenzar este proyecto de Tesis Doctoral. Nuestro interés se centró en
demostrar experimentalmente que Rhipicephalus sanguineus puede actuar como vector
biológico de D. dracunculoides. iniciándonos en el estudio del papel vectorial de los
ixódidos.
Los estudios epizootiológicos y biológicos R. sanguineus era una condición
indispensableparaconocerlos mecanismos detransmisiónde los distintos patógenos, Esto
nos obligó a mantener esta especie en condiciones delaboratorio. durante varias
generaciones.
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El mantenimiento del ciclo biológico de ésta y otras especies nos está permitiendo
en la actualidad investigar los mecanismos de transmisión por parte de las garrapatas de
otros agentes, colaborando en una linea de investigación del Departamento financiada por
el Fondo de Investigaciones Sanitarias de la Seguridad Social, PM8§—002§. Con estos
estudios aclararemos alguna de las incógnitas planteadas en esta memoria.
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II. REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA
II. REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA
11.1. El vector Rhin¡ceohalus sanguineus
11.1.1. Origen
El origen de las garrapatas, al final del período Paleozoico y principios
del Mesozoico se estableció por los datos obtenidos de los escasos fósiles
encontrados (Cupp, 1991) (Fig. 1>
En su origen, las garrapatas duras debieron presentar un aspecto muy
semejante al de los géneros actuales más primitivos (Ixodesy Haemaphysal¡s).
Existe un escaso paralelismo entre el desarrollo de las garrapatas duras
y sus hospedadores (Balashov, 1989).
En el Mesozoico tardío (período Cretáceo> aparecieron nuevos géneros
como Aponoma, Amblyomma e Hyalomma.
Por último, hace aproximadamente 70 millones de años, en la era
Cenozoica temprana (período Terciario), con la proliferación de las aves y los
mamíferos, se originaron los géneros: Margaropus, Boophilus, Rhipicentor,
Anomalohimalaya, Rhipicephalus, Nosoma, Cosmioma y Dermacentor <Cupp,
1991>.
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El ciclo biológico de tos ixódidos primitivos debió estar constituido,
como en la actualidad, por cuatro estadios de desarrollo, uno inmóvil, el huevo
y tres móviles: larva, ninfa y adulto. Estos tres últimos se nutrían de sangre
o de fluidos orgánicos. Su permanencia durante largos períodos de tiempo
sobre el hospedador surgió ante la necesidad de buscar alimento fuera del
nido.
Aunque en el pasado fue motivo de grandes controversias, hoy se
acepta que la disminución del número de hospedadores es uno de los grandes
logros de la adaptación parasitaria de los ixódidos. Para Hoogstraai <1978),
las especies de uno o dos hospedadores surgieron como respuesta a los
cambios medioambientales y al comportamiento de sus hospedadores.
11.1.2. Posición taxonómica
Las garrapatas duras son ácaros del Suborden Metastigmata, con un
aparato bucai perfectamente adaptado al tipo de alimentación (Superlamilia
Ixodoidea) y un marcado dimorfismo sexual basado principalmente en el
desarrollo del escudo dorsal (Familia lxodidae>.
Nuttal y Warbuton (1911) clasificaron los nueve géneros de esta familia
en cinco grupos según la disposición del surco anal y la longitud del rostro.
En esta clasificación, Rhipicephalus pertenecería al grupo de garrapatas de
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rostro corto (Brev¡rostrata>, surco anal rodeando posteriormente el ano
(Metastriata), primeras coxas hendidas, espiráculos en forma de coma y
machos con placas anales y adanales.
Tendeiro <1962) consideró más adecuada la división de Neveu-Lemaire
<1938), según la presencia o no de ojos y placas adanales, en 3 subfamilias
(Ixodinae, Rhipicephalinae y Amblyomminae).
La clasificación de Hoogstraal (1985) (Fig. 2) es la síntesis de las
anteriores. Se trata, básicamente, de los mismos grupos establecidos por
Nuttal y Warbuton (1911), según la disposición del surco anal, aplicando la
nomenclatura de las subfamilias propuestas por Neveu-Lemaire (1938).
La Subiamilia Rhipicephalinae consta de 8 géneros y 121 especies.
Morel y Vassiliades <1962) consideraron que algunas especies del género
Rhipicephalus (R. sanguineus, R. sulcatus, R. pusillus, R. turanicus, R.
guilhoni, R. rossicus y R. leporis) podrían constituir un conjunto aparte, al que
denominaron “grupo sanguineus”.
En España han sido denunciadas cuatro especies de este género segun
recogen Cordero del Campillo et al. «1980): A. pusillus, R. bursa, R.
sanguineus y A. turanicus. Esta última especie se encuentra actualmente en
revisión (Tatchell y McCoster, 1987). La diferenciación de A. turanicus y A.
sanguineus es a veces difícil (Zapatero Ramos y Rodríguez, 1977>.
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La diferenciación de las hembras se basa en la morfología de los
escleritos del gonoporo; convexos y amarillentos en R. sanguineus y macizos
y rojizos en R. turanicus (Morel, 1992, com. personal>. Las placas
estigmáticas de los machos se han utilizado para su clasificación, sin embargo
en estudios recientes Sánchez Acedo et al. <1991> observaron gran
variabilidad morfológica dentro de una misma especie.
R. sanguineus se caracteriza por poseer ojos aplanados, escudo dorsal
con punteado fino y longitudinal. Los machos tienen estigmas respiratorios de
cola no angulosa y placas anales largas. Las hembras poseen áreas porosas
muy separadas, cola de los estigmas respiratorios curvados y gonoporo con
escleritos atriales poco quitinizados (Gil Collado et al., 1979>.
11.1.3. Distribución geográfica
R. sanguineus es originario de las regiones Paleártica y Mediterránea,
distribuyéndose por toda la región sahariana y el Oriente próximo <Morel y
Vassiliades, 1962).
Hoogstral (1956> la consideró como la especie de garrapata dura más
cosmopolita. La gran capacidad de adaptación a los microclimas creados por
el hombre (regadío, edificaciones etc..> (Gilol y Patou, 1982> permite entender
la gran difusión de este artrópodo.
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En España, R. sanguineus es la especie más común del perro, según Gil
Collado <1938, 1948) y está distribuida por toda la península (Cordero del
Campillo et al., 1980).
11.1.4. Espectro de hospedadores
Aunque su hospedador principal es el perro (Canis familiaris), R.
sanguineus se puede encontrar parasitando a un gran número de mamíferos
y aves <Hoogstraal, 1956).
En España, R. sanguineus ha sido denunciado como parásito de casi
todos los animales domésticos, de gran número de animales silvestres
<cánidos, félidos, lepóridos, roedores) y accidentalmente del hombre (Cordero
del Campillo et al., 1980).
Aunque ya se habían citado infestaciones humanas <Gothe y Hamel y
1973, Burgdorfer et al., 1975) las denuncias se han incrementado en la última
década <Dipeolu y Akinboade, 1982; Goddard, 1989; y Carpenter et al.,
1990).
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11.1.5. Biología
R. sanguineus es un parásito obligado en cuyo ciclo se alternan tres
fases parásitas (alimentación de larvas, ninfas y adultos> con fases de vida
libre que incluyen períodos de muda, puesta e incubación (Rodhain y Pérez,
1985) (Fig. 3>.
Aunque se conoce desde hace tiempo, son escasos los estudios sobre
la biología de R. sanguineus en condiciones de laboratorio.
La forma peridoméstica de R. sanguineus manifiesta una gran
independencia de los factores climatológicos (Morel y Vassiliades, 1962).
Tras desprenderse del hospedador la hembra grávida cae al suelo y
busca un lugar adecuado donde hacer la puesta. La temperatura es el factor
determinante del inicio de la oviposición, que sólo tendrá lugar entre 15 y
400C (Sweatman y Kousa, 1968). A 300C se produce un sensible
acortamiento de los períodos de preoviposición (3-6 días> para Nuttal <1915)
y de oviposición (8-14> para Svveatman (1967).
El número de huevos por puesta depende, principalmente, del peso de
la garrapata. Una hembra de 200 mg. pondrá unos 2.039 huevos de media y
la puesta se incrementará en 11 huevos por cada mg. adicional <Sweatman,
1967).
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Durante la oviposición el cuerpo de la hembra se va retrayendo
paulatinamente, hasta una reducción del peso inicial de un 75% antes de morir
(Sweatman, 1967).
Según Heath (1979), ¡a eclosión de las larvas sólo puede tener lugar por
encima de los 1 8~C y el tiempo mínimo de incubación (13-17 días> se alcanza
en un rango de temperatura de 32 a 380C. En los estudios de Nuttal (1915>
a 3000, tas larvas tardaron en completar su desarrollo de 17 a 19 días. Hadani
et al. (1969) y Heath (1979> trabajando a una temperatura de 280C
observaron tiempos de incubación de 15-16 días en el primer caso y de 19-
24 en el segundo. Esta fase es muy resistente a la desecación pudiendo perder
hasta el 70% de su contenido en agua sin que la larva muera.
El período de prealimentación es el tiempo que los diferentes estadios
de desarrollo (larvas, ninfas y adultos> necesitan para que la cutícula se
endurezca y puedan alimentarse. Los períodos de ayuno prolongados
favorecen la alimentación (Turkahirwa, 1976). El período de prealimentación
mínimo, para larvas y ninfas, es de 3 días <Nuttal, 1915 y Hadani et al., 1969)
y de 7 para los adultos (Hadani et al.. 1969>.
Independientemente de que el hospedador utilizado sea lepórido
(Oryctolagus cuniculus o roedor (Meriones tristami> <Nuttal, 1915 y Hadani et
al., 1969, respectivamente> el período de alimentación de las fases inmaduras
oscila entre 2-8 días para las larvas y 3-9 para las ninfas. A 28W y HA del
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80%, la muda de larvas a ninfas se completa en 6-1 1 días (Hadani et al.,
1969).
El período requerido para que las larvas saciadas muden a ninfas <Heath,
1981> es inversamente proporcional al incremento de la temperatura. Así,
entre 18 y 380C los períodos se acortaron de 33 a 4 días.
Hadani et al. (1969>, trabajando a 28W y HR del 80 %, establecieron
que la muda de ninfas-adultos se completaba en 14-18 días. Nuttal (1915)
obtuvo períodos más cortos de 11-12 días a 30%.
Las hembras necesitan alimentarse sobre conejo de 7 a 21 días <Nuttal,
1915 y Hadani et al., 1969>. Neitz et al. (1972) establecieron que
Rhipicephalus theileri es la especie que requiere mayores períodos de
alimentación de adultos <26 días>.
11.1.6. Acción patógena
La acción patógena de las garrapatas puede sintetizarse en los
siguientes puntos (Hernández Rodríguez et al., 1988>:
- Acción expoliadora
- Acción mecánica
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- Acción tóxica
- Acción inoculadora
Acción expoliadora
La alimentación de la garrapata provoca, dependiendo de la intensidad
de la infestación, importantes pérdidas en el hospedador. Se considera que,
dependiendo de la especie, una hembra grávida es capaz de ingerir de 0,5 a
3 ml de sangre. Por ejemplo, una hembra de Dermacentor andersoni, de 7-10
mg. de peso, ingiere aproximadamente 4000 mg. de sangre <Cupp, 1991>.
Acción mecánica
La picadura de la garrapata en la piel produce una solución de
continuidad que puede ser aprovechada por otros agentes, patógenos
oportunistas, moscas productoras de miasis, etc...
Acción tóxica
La saliva de las garrapatas contiene ciertas sustancias anticoagulantes
y enzimas citolíticas <Kaufman, 1989>. Las estearasas secretadas durante la
alimentación provocan la degranulación de las células cebadas en el lugar de
la picadura con el consecuente aumento de histamina e hialuronidasa. La
vasodilatación y el aumento de permeabilidad capilar producen un edema
inicial que puede terminar en inflamación local y necrosis de la zona.
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La saliva de algunas especies <Ixodes
andersoni) contiene una toxina paralizante. Hasta
incriminada ha sido la holociclotoxina. Los
incoordinación motora, irritación ocular, salivación
respiratorios (Cupp, 1991).
holocyclus, Dermacentor
la fecha la única sustancia
síntomas varian desde
y vómitos hasta trastornos
Acción inoculadora
Una de las acciones patógenas más importantes es la capacidad de una
garrapata infectada/infestada de transmitir el agente a un nuevo hospedador
durante su alimentación.
11.1.7. Capacidad vectorial
La capacidad de un artrópodo para ser vector, según Rodhain (1985)
depende de que este permita:
- ser infectado/infestado.
- asegurar el desarrollo del parásito en su interior.
- transmitir el parásito a un nuevo hospedador.
Estos fenómenos no dependen exclusivamente del vector. El estudio
aislado de los factores que determinan el éxito del ciclo biológico en la
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asociación parásito/vector/hospedador resulta imposible dado el alto grado de
interrelación entre ellos.
Algunas características estructurales, fisiológicas, biológicas y de
comportamiento de las garrapatas, han permitido a estos ectoparásitos
obligados mantener y transmitir una gran variedad de patógenos <Hoogstraal,
1985).
Como recoge en su tratado Neveu-Lemaire (1938> ya desde principios
de este siglo se consideraba a R. sanguineus como uno de los más
importantes vectores. La estrecha convivencia del hombre y sus animales de
compañía en nuestra sociedad ha incrementado el interés del estudio del papel
de esta garrapata como transmisora de ciertas zoonosis.
Dado que la simple enumeración de los agentes que pueden ser
trasmitidos por R. sanguineus sería excesivamente larga, nos limitaremos a
considerar aquellos más importantes o más relacionados con nuestro estudio.
R. sanguineus, además de transmisor experimental de algunos
arbovirus: AHSV (virus de la peste equina africana) y CCHF (virus de la fiebre
de Crimea-Congo>, <Hess, 1988 y Watts et al., 1988), es considerado vector
de algunos agentes productores de las fiebres manchadas: Ricketts¡a
rhipícephali y Rickettsia rickettsii, Rickettsia conorii <Hoogstraal, 1956;
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Burgdorfer et al., 1975; Peter et al., 1984 y Cupp, 1991> y Coxiella burnetti
(Hoogstraal, 1956>.
McKenzie <1984), tras aislar promastigotes de Le¡shman¡a sp. de R.
sanguineus apuntó la probabilidad de que este actuara como vector.
También es capaz de transmitir transestádicamente (de un estadio
evolutivo al siguiente) Ehrlichia canis y E. platys (Groves et al., 1975 y
Simpson et al., 1991) Y Anaplasma marginale <Parker y Wilson, 1979) y
transováricamente (de una hembra grávida a su descendencia) Babesia canis
<Shortt, 1936 cit. Soulsby, 1985> y Haemobartonellacanis (Seneviratnaetal.,
1973).
En la transmisión de Hepatozoon canis, la garrapata infestada debe ser
ingerida por el hospedador <Nordgreen y Craig, 1984).
Además de los protozoos anteriormente citados, algunos parásitos
metazoos requieren completar su ciclo en un vector. Así, algunas filarias
<Cercophitifilaria roussilhoni, Dipetalonema grassi, Dipetalonema reconditum
y Monanema nilotica) necesitan desarrollarse en R. sanguineus para alcanzar
su forma infestante <Ram et al., 1986; Ram et al., 1 982a; Soulsby, 1987; Bain
etal., 1985).
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11.1.7.1. Infestación del vector
Para intentar esclarecer la capacidad vectorial de R. sanguineus como
transmisor de filarias utilizaremos otros artrópodos-vectores como modelo
debido a la escasez de estudios al respecto.
La infestación del vector va a depender de muchos factores. En primera
instancia influye la microfilaremia del hospedador (Barthold y Wenk, 1986>. La
distribución de las microfilarias por diferentes zonas del organismo del
hospedador y por vasos de distinto calibre constituye un mecanismo de
adaptación del parásito al vector (Chabaud et al. 1986).
Algunas características del artrópodo, como la fisiología de la
alimentación y la morfología de su aparato bucal, pueden influir decisivamente.
Rodhain y Pérez <1985> diferenciaron los vectores dependiendo de que la
sangre ingerida procediera de pequeños hematomas producidos por el aparato
bucal o bien directamente de los vasos sanguíneos.
La distribución de las microfilarias va a depender a su
muchos factores:
a> el calibre de los vasos que irrigan la zona donde el artrópodo se
alimenta preferentemente. Petit <1985a y 1985b) clasificó las
microfilarias según su localización en el torrente circulatorio en:
vez de otros
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- microfilarias con capacidad para penetrar en pequeños capilares
<ej: Mansonella (Tetrapetalonema) mariae)
- microfilarias que permanecen en vasos de más de 15 pm de
calibre (ej: Dipetalonema robini y Dipetalonema gracile>
b> la periodicidad en el tiempo de las microfilarias. Chabaud et al.
(1986) consideran dos tipos:
Periodicidad nictameral <nocturna o diurna). Chabaud et al.
(1986) demostró que cuando el vector presenta una actividad
nocturna, la microfilaremia aumenta en el hospedadordurante las
horas de sueño <dependiendo de la presión de CO2 y de ~2 en los
vasos). Si el vector no tiene ciclos diarios de actividad tampoco
se observa modificación en la microfilaremia.
Periodicidad estacional. Barriga (1982) describió para en la
infestación por Dirofilaria immitis un aumento en la microfilaremia
durante los meses de verano (lunio-septiembre>.
c) quimiotactismo adaptativo. Chabaud et al. (1986> y Wirtz y Barthold
(1986) citaron la existencia este fenómeno cuando comprobaron que la
concentración de microfilarias en Ornithodoros moubata era superior a la de
la sangre parasitada.
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11.1.7.2. El desarrollo del parásito en el vector
Una vez en el vector sólo algunos parásitos consiguen completar su
desarrollo con éxito. Es, por lo tanto, un momento clave en este tipo de ciclos.
La asociación parásito/artrópodo debe mantener un equilibrio que
permita el desarrollo del primero sin producir un grave daño al segundo.
Los factores que van a influir en este tipo de asociación son múltiples.
Unos dependen directamente de las características propias del vector, y otros
<en menor grado) dependen de las condiciones medioambientales.
Así, por ejemplo, en una misma especie de vectores transmisores de
ciertas filariosis, pueden existir estirpes o subespecies aisladas geográfica o
ecológicamente que presenten mayor o menor sensibilidad frente a la
infestación y evolución de las filarias (Kartman, 1 953>. Este mismo autor opina
que hay una marcada variabilidad indiv~duaI en la que la herencia juega un
papel primordial.
Chen y Laurence <1985) y Kobayashi et al. (1986 a,b) opinan que la
respuesta de un vector refractario a la infestación se manifesta por un
encapsulamiento y pigmentación de las microfilarias a las pocas horas de ser
ingeridas.
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Dependiendo del grado de adaptación, el parásito puede producir
modificaciones en la fisiología del vector (alteraciones en la capacidad de
vuelo, fecundidad, longevidad, etc.) (Molyneux y Jefferies, 1986; lbrahim y
Trips, 1987>.
La hiperinfestación puede tener consecuencias fatales tanto para el
vector cómo para el parásito. Ornithodoros tartakowsky¡ elimina el exceso de
microfilarias de Dipetalonema vitae con la secreción de sus glándulas coxales
<Iván Londoño, 1976b>.
Fisiología del vector
La fisiología del vector condiciona definitivamente el desarrollo del
parásito en el mismo. En el caso que nos ocupa existen barreras decisivas que
a continuación pasamos a comentar.
Cuando las microfilarias son ingeridas llegan al intestino medio del
artrópodo (Fig. 4-1-) donde se enfrentan a la primera barrera que frena su
desarrollo. Eichner et al. (1991) demostraron que era posible que Onchocerca
volvulus se desarrollara en líneas refractarias de Simulium spp. mediante la
inoculación intratorácica de las larvas.
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Ham et al. (1991> obtuvieron resultados similares cuando administraron
N-acetyl-D-glucosamina -antagonista de la lecitina- a Aedes aegyptí
refractarios a Brugia pahangi.
Sin embargo, parece ser que este factor inhibidor tan sóla es eficaz si
el desarrollo no se ha iniciado. Nayar et al. <1988) no consiguieron que
microfilarias de Dirofilaria immitis, transferidas por enema de un mosquito
susceptible a uno refractario, evolucionasen. Si en lugar de microfilarias
utilizaban larvas que hubieran iniciado su desarrollo, éstas atravesaban la
pared intestinal para localizarse en los tubos de malpigio.
Bain y Brengues <1972) -cit. Chabaud et al. 1986- describieron la
hiperpíasia celular producida por Wuchereria bancrofti al atravesar la pared del
intestino medio que facilita el paso a sucesivas larvas.
La calidad de la dieta y el período de alimentación del vector también
influyen en el desarrollo. Así, una dieta sintética no idónea para la cría de
Aedes aegypti interfiere en el desarrollo del mosquito adulto, produciendo un
retraso en la evolución de Brugia pahangi (Sneller y Dadd, 1 981a,b>.
El desarrollo de Dirofilaria immitis se ve favorecido por las
alimentaciones repetidas al poco tiempo de la infestación, mientras que el
desarrollo de Brugia pahangí se acelera cuanto más se distancia la
alimentación del mosquito {Travi y Orihel, 1987>.
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• Los artrópodos evitan que la sangre ingerida contacte directamente
con el epitelio intestinal mediante una cubierta denominada membrana
peritrófica (Rodhain y Pérez, 1985). Hasta el momento, no se ha demostrado
que todos los géneros de garrapatas elaboren dicha membrana, ya que sólo
ha sido descrita por Coons et al. (1986) para algunos géneros (Ornithodoros
e Ixodes).
En algunas ocasiones esta membrana peritrófica puede actuar como una
barrera mas. Esto explicaría que el porcentaje de larvas de Onchocerca
volvulus que se desarrollan en los simúlidos, sea inversamente proporcional al
número de microfilarias ingeridas. Esta aparente contradicciónfue aclarada por
Chabaud et al. en 1986. la pared del intestino medio, cuando el mosquito se
alimenta, experimenta una distensión que provoca la formación de una
membrana peritrófica más gruesa cuanto mayor es la ingesta. Cuando la
sangre contiene microfilarias, estas “golpean” la pared del intestino induciendo
a la formación de una membrana peritrófica semejante a la producida tras una
copiosa alimentación. Esta barrera mecánica va a retener las filarias
dificultando su desarrollo en el vector.
Si las larvas consiguen franquear dichas barreras van a atravesar la
pared intestinal para buscar una célula diana donde iniciar la fase de desarrollo
intracelular <Fig. 4.2).
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En este período, el desarrollo del parásito puede ser independiente del
metabolismo del vector. Este fenómeno es conocido como “seclusión”
<Chabaud et al., 1936). Un ejemplo claro de seclusión es el desarrollo de las
larvas de Brenilia sp. en las células del tejido graso independientemente del de
Aedes aegyptí.
También es posible lo contrario, tal es el caso de las larvas de Molinema
sp. que participan de los cambios metabólicos de su vector, Aedes tongol.
Está demostrado que el desarrollo de dichas larvas en las células del tejido
graso del mosquito no se completa si este no se alimenta tres veces
consecutivas.
El último paso del desarrollo de las filarias tiene lugar en el hemocele
del vector (Fig 4-3-). El posible papel de la hemolinfa como inhibidor del
desarrollo de las filarias está en controversia. lrungu <1987) consiguió que
larvas de Brugia pahangi se desarrollaran en medios de cultiva de células de
intestino medio y hemolinfa. Nayar et al. (1938> Y Eichner et al. <1991)
demostraron que es posible el desarrollo de Dirofilaria immitis y Onchocerca
volvulus inoculados intratorácicamente en Aedes aegypti y distintas especies
de Simulium, respectivamente.
Por el contrario, Ham <1986) consiguió una resistencia de un 84%
frente a Onchocerca linealis en mosquitos sensibles <Símulium ornatum y
Simulium lineatum) al inocularles hemolinfa de mosquitos infestados.
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En las garrapatas no se conoce el papel que desempeña la hemolinfa
en esta última etapa del desarrollo de las filarias. Sin embargo, está
demostrado que los complejos cambios que experimenta durante la ecdísis son
una condición indispensable para que las larvas que los parasitan alcancen el
estadio infestante. Este fenómeno ha sido descrito por Spratt y Haycock
(1988) en Cercophitifilariajohstoni/lxodes trichosuri; y Bain et al. <1986); Petit
et al. (1988) en Cercophit¡f¡lar¡a russiloni/R. sanguineus.
El desarrollo de algunas filarias en su vector depende en gran medida
de la temperatura ambiental. Fortin y Slocombe <1981) demostraron que el
tiempo de desarrollo de D. immitis en Aedes triseriatus disminuía de 29 a 8
días cuando la temperatura aumentaba de 18 a 30W.
11.1.7.3. La transmisión de la infestación
Finalmente, el parásito intenta acceder a un nuevo hospedador.
Algunos parásitos se ven obligados a modificar el comportamiento del
vector, como Dicrocoelium dendriticum hace con su segundo hospedador
intermediario (hormigas del género Formica> (Soulsby, 1982).
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En otras ocasiones, el parásito es depositado sobre la piel del
hospedador, vehiculado por los fluidos orgánicos del vector (heces/Rickettsia
rickettsii, líguido coxal/Rickettsia conoril o saliva/Dirofilaria immitis> y atraviesa
activamente la epidermis. El virus de Crimea-Congo puede transmitirse
sexualmente del macho de Hyalomma truncatum a la hembra y de esta a su
descendencia (González et al., 1992).
Sin embargo, el aparato bucal y por lo tanto la picadura es la forma mas
perfeccionada de transmisión de los parásitos en cuyo ciclo interviene un
vector <Fig 4). Está demostrado que en estos casos el parásito experimenta un
claro tropismo por las piezas bucales olas glándulas salivares (Lindsay, 1986>.
En Brugia pahangi la migración de larvas al /ab¡urn es proporcional al número
de las mismas en A. aegypti.
En determinadas condiciones, O. tartakowskyi es capaz de alimentarse
sobre congéneres saciados. De esta manera, no sólo puede infestarse al ingerir
microfilarias de D. vitae, sino también inocular la fase infestante a otras
garrapatas, prolongando el período de persistencia del parásito en su vector
(Iván Londoño, 1976a,b).
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1L3. Oloetalonema dracunculoides
Dipetalonema dracunculoides es una especie parásita de) perro y
cánidos silvestres en Africa, Asia y Europa. Esta especie fue denunciada por
primera vez en España por Ortega-Mora et al. en 1988, siendo considerada por
Rojo-Vázquez et al. (19901 como la más prevalente en nuestro país.
Los trabajos existentes sobre el tema se refieren a la descripción de los
vermes adultos (Fraga de Azevedo, 1943 y Gutiérrez et al. 1986) y su
hallazgo en las cavidades torácica y abdominal de cánidos necropsiados
(Lightner y Reardon, 1983) así como al diagnóstico diferencial de las
microfilarias (Valcárcel et al., 1990).
Los conocimientos de la biología de 12. dracunculoidesen su hospedador
invertebrado son escasos. Nelson (1963) encontró larvas de filarias en el
interior de Hippobosca longipennis recogidas sobre un perro parasitado por D.
dracunculoides. En 1972. Ram propuso como posible vector de esta especie
a R. sanguineus, opinión compartida por algunos autores <Davadant, 1988 Y
Rodríguez Rodríguez et al., 1989>.
11.3.1. Posición taxonómica
Chabaud y Ram <1976> consideraron que Dipetalonema sensu lato
era una línea gondwaniana, originariamente parásita de carnívoros e
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insectívoros africanos, que evolucionó antes de la separación de los
continentes.
Según la clasificación de Anderson y 8am (1976), Dipetalonema
dracunculoides (Cobbold, 1870> se encuentra incluida en:
Orden Spirurida <Chitwood, 1933)
Superfamilia Filaroidea (Weinland, 1858>
Familia Onchocercidae (Leiger, 1911)
Subfamilia Onchocercinae (Leiger, 1911)
Género Dipetalonema (Diesing, 1861)
Subgénero Acanthocheilonema <Chabaud y 8am, 1976)
Especie tipo Dipetalonema (Acanthocheilonema) dracunculoides (Anderson y
Bain, 1976)
8am et al <198%> elevaron a rango de género a Acanthocheilonema con
un gran número de especies que desde la región etiópica colonizaron las
regiones Holártica y Oriental.
A pesar de lo expuesto anteriormente, mantendremos la nomenclatura
de O. dracunculoides como propone Muller (1987), ya que, aunque la nueva
terminología (Acanthocheilonema dracunculoides) es aceptada por la mayoría
de los taxónomos, aún no está excesivamente difundida.
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11.3.2. Morfología
Debido a la escasez de referencias acerca de algunos estadios larvarios
de D. dracunculoidesen el hospedador intermediario, hemos revisado los datos
bibliográficos de otras filarias del mismo género.
11.3.2.1. Adultos
Desde que Cobbold describió la especie en 1870, muchos autores se
han interesado por el estudio de la morfología de los adultos de Dipetalonema
dracunculoides (Tabla 1).
Estos nematodos son blanquecinos y de cutícula finamente estriada
tanto longitudinal (Raillet et al, 1912) como transversalmente <Fraga de
Azevedo, 1943>. Existe un claro dimorfismo sexual basado principalmente en
el tamaño de ambos sexos oscilando entre 15 y 31 mm, los machos y 32 y
60 mm, las hembras.
La región anterior es redondeada con so
La boca es simp~e, sin cápsula. Próximas a
submedianas y 2 pares de papilas laterales, las
que las externas (Rioche, 1960; cit. Davadant,
portes quitinosos peribucales.
ella se encuentran 4 papilas
internas menos desarrolladas
1988>.
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El diámetro del cuerpo aumenta desde la región anterior a la zona media,
alcanzando 126-3lOpm de anchura máxima en los machos (Leger, 1911 -cit.
Davadan, 1988- y Fraga de Azevedo, 1943) y 200-300 pm en las hembras
(Leger, 1911; Raillet et al., 1912 cit. Nelson, 1963>. La parte posterior es
afilada.
El cuello es un estrechamiento del cuerpo que se encuentra a 155 pm
de media de la región anterior (Fraga de Azevedo, 1943).
La mayoría de los autores <salvo Leger, 1911> coinciden en que la
longitud total del esófago oscila entre 1940 y 2710 pm, estando dividido en
una porción anterior muscular de 340-610 pm y una posterior glandular de
1486-2166 pm.
A una distancia de 200 a 290 gm del extremo cefálico puede
observarse el anillo nervioso y a 481 pm se localizan las papilas cervicales
<Fraga de Azevedo, 1943).
En la hembra, la vulva se abre como una pequeña depresión de la
cutícula a la altura del esófago glandular, aproximadamente a 1250-2340 pm
del extremo anterior del cuerpo.
La localización del ano en las hembras varía ostensiblemente según los
diferentes autores, oscilando entre 235 y 657 pm del extremo posterior. En
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los machos, la cloaca está a 140-232 pm del final del cuerpo, distribuyéndose
a su alrededor las papilas genitales <preanales y post-anales).
El cuerpo del macho termina en un tirabuzón con cuatro vueltas,
mientras que el de la hembra se encuentra curvado dorsalmente.
Las espículas del macho son desiguales: la menor, de 120-173 pm de
longitud, presenta una quitinización no homogénea con una parte anterior
dilatada y una posterior que termina en un garfio afilado. En la espícula mayor
se diferencian tres porciones: una proximal quitinizada y cilíndrica, con un
ensanchamiento inicial de 170 pm; una parte media membranosa de 140pm;
y una distal de 80 gm de longitud muy quitinizada y afilada (Fraga de
Azevedo, 1943).
La terminación del cuerpo presenta dos pares de papilas caudales a 1-
36 pm del extremo y dos proyecciones cónicas laterales (Leger, 1911).
11.2.2.2. Microfilarias
El aspecto de las microfilarias en general ha sido ampliamente descrito
por Ram <1972>.
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Su cutícula es doble y las células subcuticulares de citoplasma fibrilar
les confieren una gran movilidad. El interior está ocupado por una colonia
celular.
La cabeza porta una espina subapical bordeando la boca que,
probablemente, es accionada por dos células que se tiñen activamente con
Azur II.
Sonin (1985) considera que existe un eje faríngeo a partir del cual se
formará el esófago (ya que las microfilarias carecen de tubo digestivo).
El anillo nervioso se observa en el primer cuarto del cuerpo y el poro
excretor en el primer tercio.
El cuerpo interno es una estructura irregular de aspecto refringente que
se localiza en la mitad posterior del cuerpo. Detrás, alineadas cerca del poro
anal pueden observarse las 4 células germinales (R1, R2, R3 y RJ. En
Dipetalonema vitae la R1 se encuentra a unos 175 pm del extremo posterior
y la R4 a unos 50 pm.
Los órganos sensoriales están representados por pequeñas formaciones
cromófilas, situadas dos en la región de la cabeza, denominadas anfidios y dos
análogas en la cola o fasmidios.
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A lo largo de la historia, muchos investigadores han estudiado las
microfilarias de 12. dracunculoides para establecer un diagnóstico diferencial
con las de Dírofilaria immitis. Por ello la morfología de este estadio es, sin
duda, la mas conocida del ciclo biológico <Tabla 2).
Las diferencias que se observan en dicha tabla pueden deberse a las
distintas técnicas utilizadas: extensión de sangre y tinción de Papanicolau
(Leger, 1911; Fraga de Azevedo, 1942> y Knott modificado (Marconcini y
Macchioni, 1980; Ortega-Mora et al. 1989; Valcárcel et al., 1990).
Para facilitar su comparación, siempre que fue posible, hallamos la
proporción existente <0/o) entre la distancia de las estructuras observadas al
extremo anterior del cuerpo y la longitud total de la larva, según describe
Fraga de Azevedo <1942>.
La longitud total del cuerpo es de 145 a 340 pm y la anchura máxima
oscila alrededor de E pm <salvo para Leger, 1911>.
La región cefálica es redondeada y está bien definida. El anillo nervioso
es una zona menos teñida localizada a una distancia de 29-61 pm del extremo
anterior que representa un 205-22,8% de la longitud total de la microfilaria.
El poro excretor se abre a 44-85 pm del extremo cefálico <22-30%) y
está unido al núcleo de la célula excéntrica por su citoplasma (36%).
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El cuerpo interno es una estructura granulosa de 8,9-32 pm de longitud,
constituida por 2-3 masas muy teñidas, unidas por zonas más estrechas. La
distancia del cuerpo interno al extremo anterior oscila entre 77,8 y 149 pm
(53,5-57,2%).
El poro anal se localiza a 112,8-230 pm del extremo cefálico (79,9-
82,6%).
La cola es estrecha, puntiaguda y sin células, con una longitud de 8,15
a 31 pm.
Las microfilarias de D. dracunculoides no están envainadas. La cutícula
presenta una fina estriación transversal- 17 estrías por cada 10 pm de
superficie- (Rioche, 1960>.
11.3.2.3. Estadio 1
Para su descripción se tuvo en cuenta especialmente, la realizada por
8am en 1972 para el estadio 1 de Dipetalonema vitae - a partir de su
hospedador invertebrado (Ornithodoros tartakowskyi).
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El estadio 1 de D. vitae conserva la longitud de la microfilaria <245 pm>
si bien duplica su diámetro (10 pm). Las células subtegumentarias son
triangulares y están dispuestas en 4 columnas.
El poro excretor localizado a 75 pm del extremo anterior mantiene su
contacto con el núcleo de la célula excéntrica a través del citoplasma, que es
largo y radiado.
La célula germinal R1 experimenta una división única. El resto (R2, R3 y
R4), que en un principio se encontraban alineadas con el ano, se rodean de un
citoplasma común. El tapón anal comienza a segregarse aproximadamente a
50 pm del extremo posterior.
Coincidiendo con la primera muda comienzan a diferenciarse el aparato
digestivo y el esbozo genital.
El exuvie del estadio 1 puede mantenerse unido a la larva mediante dos
finos ligamentos en el extremo anterior.
11.3.2.4. Estadio II
Siguiendo con la descripción de Ram (1972), el estadio II de
Dipetalonema vitae tiene una longitud de 700pm y una anchura de 25 gm. El
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esófago, de 280 pm, está bien desarrollado pero no llega a contactar con la
boca. Se divide en dos regiones, una anterior a la célula excéntrica, fina y con
pocos núcleos y una posterior, de 130 pm, rica en células. La válvula
esofágica es una zona fina con algunos núcleos que limitan el esófago y el
intestino.
Los núcleos prerrectales, repletos de pequeñas células con citoplasma
granuloso, sirven de puente entre el intestino y los tres núcleos rectales.
El tapón anal está estructurado en dos porciones, una zona refringente
interna y una zona distal que sobresale al exterior, a 45 pm del final del
cuerpo.
El poro excretor se abre a 110 pm del extremo anterior.
Inmediatamente antes de que se inicie la segunda muda, la cutícula del
estadio II se desprende; las células ganglionares, próximas al anillo nervioso
se dividen formando una masa ventral y dos laterales y la franja refringente del
botón anal se hace denticulada. Finalmente se desprende la cutícula de la cola.
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11.3.2.5. Estadio III
En 1963, Nelson describió por primera vez este estadio considerando
su longitud total de 2400 pm, la anchura de 35 pm y la distancia del poro anal
al extremo posterior del cuerpo de 85 pm; mientras que Bain <1972> estableció
la anchura en 25 pm.
La cabeza es redondeada y presenta 4 papilas dispuestas en dos
círculos, uno labial externo y uno cefálico posterior, entre los cuales se
localizan los anfidios.
La faringe, deprimida lateralmente, está en contacto con la boca y tiene
una longitud de 7 pm. Su esclerificación aumenta progresivamente al
aproximarse al esófago.
El anillo nervioso se encuentra a 130 pm del extremo anterior y
próximas a él, las células ganglionares forman dos pequeñas masas, ventral
y dorsal, y dos laterales de mayor tamano.
El poro excretor, a 185 pm del orificio bucal, se pone en contacto con
la célula excéntrica mediante un fino conducto. El esófago muscular tiene una
longitud de 220 pm y el glandular de 900 pm. Las gruesas paredes del
intestino no dejan, apenas, espacio a la luz intestinal. En cuanto al recto, de
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32 pm de longitud, es algo más ancho que el intestino. El ano se abre a 98 pm
del extremo posterior.
El esbozo genital se sitúa a 100pm del límite entre la porción muscular
y glandular del esófago en las larvas que darán lugar a hembras, mientras que
en los machos se encuentra a 100pm del límite entre el esófago y el intestino.
La cola es similar a la del adulto, tiene un lóbulo terminal con dos
papilas y 2 lóbulos laterales.
11.3.3. Desarrollo en el vector
11.3.3.1. Organogénesis
El nacimiento de las microfilarias <formas muy poco evolucionadas)
constituye un fenómeno adaptativo que permite a la hembra emitir un gran
número de larvas, produciéndose posteriormente la organogénesis en el
vector.
Ram <1972) hizo una detallada descripción de los cambios que debe
sufrir una microfilaria hasta transformarse en larva infestante:
- la formación del recto depende de las células ectodérmicas R2, R3 y R4.
Estas células son también las responsables de la secreción del tapón anal. El
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recto se une al intestino por un istmo estrecho y largo constituido por dos
núcleos, dorsal y ventral. Este conjunto se denomina prerrecto.
Poco antes del inicio de la primera muda las células intestinales
comienzan su división, llenando la luz de productos metabólicos que no serán
eliminados hasta que el intestino y el recto se pongan en contacto en la
segunda muda.
- en la microfilaria existen unos núcleos precursores del esófago
dispuestos en torno a un eje cuticular que abarca desde el extremo anterior
hasta el inicio del intestino. La formación del esófago comienza en la región
posterior y es muy rica en células. El contacto entre la boca y el esófago se
establece en la primera muda mediante un segmento muy quitinizado bordeado
por dos grandes células.
En las larvas de estadio II y III, las células del esófago posterior
experimentan muchas divisiones estableciéndose dos grupos, unas ovoides
que bordean la luz que son las células esofágicas en sentido estricto y otras,
dispuestas en la corteza, con numerosos núcleos que constituyen las
glándulas esofágicas.
- el esbozo oenital está constituido por cuatro células, dos posteriores
y dos anteriores mas pequeñas que sufren una única división en el estadio 1.
En las larvas infestantes que darán lugar a hembras, éste migra hacia el
esófago y en las que serán machos, hacia el intestino.
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el sistema excretor está constituido por en las microfilarias y larvas de
estadio 1 por una sola célula excéntrica. En las larvas de estadio II se forman
canales excretores y en las larvas de tercer estadio la célula excéntrica
disminuye considerablemente de tamaño.
- el anillo nervioso es un conjunto formado por cuatro masas
ganglionares; una ventral <de mayor tamaño), dos laterales y una dorsal.
- el sistema sensorial lo constituyen 2 anfidios, 4 papilas labiales
externas y 4 papilas cefálicas posteriores.
- el sistema muscular, confiere movilidad a la larva y está formado por
cuatro cordones musculares que se originan a partir de la célula A1.
11.3.3.2. Períodos de desarrollo
Como en otros apartados de esta memoria, la escasez de datos en la
especie que nos ocupa (D. dracunculoides) nos ha obligado a rebuscar
información en otras especies y géneros de filarias considerando
especialmente aquellas que requieren una garrapata como vector. (Tabla 3)
8am (1972) estudiando el desarrollo de Dipetalonema vitae, encontró
larvas de estadio 1, a los 6 días post-infestación (pi.), de estadio II en los días
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10-12 p.i. y, por último, las larvas de estadio III el día 21 pi.. Como puede
observarse en la Tabla 3, entre los días 13-21 pi. las larvas de los distintos
géneros alcanzan el estadio infestante.
11.3.3.3. Localización en el vector
Larvas de estadio 3 II
Tras atravesar la pared intestinal las filarias buscan su célula “diana”.
En los insectos suelen ser células de los tubos de malpigio, músculos torácicos
o el cuerpo graso, mientras que en las garrapatas sólo se han descrito en el
tejido subepidérmico y la musculatura (Tabla 3>.
Larvas de estadio III
Cuando alcanzan la forma infestante, las larvas que se encuentran
distribuidas por el hemocele del artrópodo llegan a la región de la cabeza.
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III. MATERIAL Y MÉTODOS
III. MATERIAL Y MÉTODOS
111.1. Mantenimiento del ciclo biológico de A. sanguineus en condiciones de
laboratorio
Comenzamos trabajando con distintos estadios de desarrollo de A.
sanguineus de orígenes diversos (Ciudad Real, Cáceres, Almería, Málaga y
Madrid). La identificación específica se realizó siguiendo las claves de Morel
y Vassiliades (1962>; Gil Collado et al. (1979> y Papadopoulos (1990>.
Estas experiencias previas nos permitieron comprobar que la fase más
apta para iniciar la línea de cultivo “in vitro” eran las hembras grávidas, ya
que las larvas obtenidas de sus puestas constituían una población homogénea
y no presentaban problemas para su adaptación a las condiciones de
laboratorio.
Para este trabajo realizamos un estudio de R. sanguineus durante 6
generaciones. Consideramos primera generación a la descendencia de cada
hembra grávida (recogida, en condiciones de campo) hasta la obtención en el
laboratorio de una nueva hembra saciada.
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111.1.1. Fases no parásitas
Las fases de vida libre del ciclo se mantuvieron en tubos de vidrio de 10
cc tapados con algodón hidrófilo en los que se introducía un papel de filtro
plegado en zig-zag siguiendo la metodología descrita por Hueli (1979). Las
fases no parásitas se mantuvieron en estufa (Selecta, MOD. 237) a 300C, HA
superior al 90% y completa oscuridad (Estrada-Peña com. personal). Con el
fin de conseguir humedad a saturación, siempre se mantuvieron recipientes de
agua destilada en el interior de la estufa.
111.1.2. Fases parásitas
111.1.2.1. Alimentación sobre conejos
Los lotes de garrapatas destinados al mantenimiento y estudio del ciclo
biológico de A. sanguineus se alimentaron sobre conejo (Oryctolagus
cuniculus) cruce de Gigante de California con Neozelandés,
Para la alimentación de las garrapatas se utilizaron bolsas de oreja (“ear
bag”) y collares isabelinos según la técnica de alimentación descrita por Bailey
(1960) (Fotog. 1).
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Las bolsas de oreja, rectangulares, de 13 x 8 cm y confeccionadas con
tela de algodón, presentaban una abertura en cada extremo. El cierre superior,
con cinta adhesiva de fibra (VelcroR>, facilitaba la colocación, observación y
recogida de las garrapatas. La parte inferior de la bolsa se mantenía cerrada
por medio de cintas, asegurándola con esparadrapo a la base de la oreja
<Fig.5>.
Los collares isabelinos se fabricaron según el diseño de Watts (1972>
modificado: en láminas de poliestireno de 0,6 mm de grosor se recortaba un
anillo grueso cuyo diámetro interno fuera ligeramente superior al dei cuello del
conejo. El diámetro externo se fijaba según la longitud de las orejas de cada
animal <aproximadamente a unos 17 cm del primero).
El borde interno se protegía con una gruesa lámina de algodón y
esparadrapo con el fin de evitar lesiones en los animales. El collar presentaba
un corte que unía el borde interno y el externo y que permitía su colocación
en el conejo <Fig.6).
Diariamente se observaba cada animal y las garrapatas desprendidas del
hospedador se recogían fácilmente invirtiendo la bolsa sobre un recipiente.
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111.1.2.2. Alimentación sobre perros
Se fabricaron unas piezas de tejido de
cintura y metacarpo del animal mediante cintas
cerraba dorsalmente con una tira de cinta adhes
Las garrapatas se depositaban sobre el lomo
desprendidas se acumulaban en la zona del pecho,
recogida.
punto, adaptadas al cuello,
elásticas (Fotog. 2>, que se
iva de fibra (Velcro8>.
del perro. Una vez
lo que facilitaba la
111.1.3. Parámetros estudiados
Diariamente se observaban todos los ejemplares anotándose los
siguientes datos:
- período de preoviposición: tiempo requerido por cada hembra grávida
para iniciar la puesta.
- período de incubación: tiempo necesario para que eclosione la primera
larva. Evitarnos toda manipulación de los huevos que pudiera alterar su
desarrollo, por lo que la hembra permaneció siempre con la puesta.
- período de prealimentación: tiempo transcurrido desde la eclosión o
muda de las garrapatas hasta que éstas se alimentan sobre el
hospedador. En general seguirnos los tiempos apuntados por Nuttal
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(1915) si bien ensayamos de qué manera a variación de estos podía
influir en la alimentación.
- período de alimentación, considerando:
período mínimo: tiempo transcurrido desde que las garrapatas
son depositadas sobre el hospedador hasta que se desprenden
los primeros ejemplares saciados.
período máximo: tiempo transcurrido desde que las garrapatas
son depositadas sobre el hospedador hasta que se desprende el
último ejemplar saciado.
- período de muda: tiempo comprendido entre la recogida de las
garrapatas saciadas (larvas y ninfas) hasta que, tras la ecdísis, emerge
un nuevo estadio evolutivo (ninfas y adultos, respectivamente).
- periodo requerido pata completar el ciclo biológico: sumatorio de todos
los tiempos anteriores, excluyendo siempre aquellos en los que
pudiéramos influir directamente (períodos de prealimentación).
111.2. Técnicas de estudio de O. dracunculoides en R. sanquineus
111.2.1. Animal donador
La fuente de microfilarias <donador> fue un perro de raza Podenco
procedente de una rehala de caza de Puerto Lápice (Ciudad Real). Al inicio del
estudio el perro tenía 3 años de edad. Fue seleccionado por presentar una
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elevada infestación natural por O. dracunculoides (1473 microfilarias por
mililitro de sangre <mf/mí) en junio de 1989). La microfilaremia mensual desde
mayo de 1989 hasta febrero de 1992, obtenida por la técnica de filtración
<Difiltest¶, queda recogida en la Gráfica 1.
Con el fin de descartar otros agentes que pudieran interferir en nuestro
trabajo realizamos las siguientes pruebas:
1.- extensión de sangre y tinción con Giemsa para el diagnóstico de
ciertas protozoosis hemáticas (hepatozoonosis y piroplasmosis,
principalmente).
2.- extensión de sangre y determinación de la actividad enzimática de
las microfiLarias por la técnica de las fosfatasas ácidas (Chalifoux y
Hunt, 1971) para el diagnóstico diferencial con otras filariosis.
3.- pruebas serolégicas para la detección de anticuerpos:
Inmunofluorescencia indirecta:
- frente a Leishmania infantum (realizada en el Dpto. de
Patología Animal II de la Facultad de Veterinaria de
Madrid).
- frente a Rickettsia conoril (realizada en la unidad docente
de Patología Infecciosa y Epizootiologia del Opto. de
Patología Animal 1 de la Facultad de Veterinaria de
Madrid).
-ELISA: frente a Borrelia burgdorferi <CITE”).
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4.- análisis coprológico: por el método de Telemann, se diluían las
heces 1:5 y/y en ácido acético al 5%, homogeneizando y filtrando por
malla de 150 pm de luz y centrifugando a 1500 rpm durante 3 minutos.
El sedimento se observó por microscopia óptica. En el primer análisis
realizado comprobamos una infestación mixta por Uncinaria
stenocephala, Toxocara canis y Toxascaris leonina que remitió tras un
tratamiento con dos dosis diarias de 1 OOmg de Mebendazol (TelminRí
durante cinco días.
El control de ectoparásitos se realizó mediante baños con lindano y
propoxur <Parasitivenk). Antes de abmentar lotes de garrapatas sobre el
donador eliminábamos adecuadamente el antiparasitario mediante baños con
agua jabonosa.
El habitáculo donde el perro permaneció confinado mientras las
garrapatas se alimentaban sobre él, se limpiaba posteriormente con agua a
presión y una solución al 5% de fenoles, cresoles y creosotas <ZotalA>.
111.2.2. Técnica de disección de garrapatas
La disección de las garrapatas nos permitió la observación de los
distintos estadios de desarrollo de O. dracunculoides en el vector.
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La observación y disección de los ejemplares se realizó en un
estereomicroscopio (Nikon SMZ1) con un transiluminador <INTRALUX 4000).
El material utilizado constaba de alfileres entomológicos, pinzas de
iridectomía (Medicon 075510, 022009) y bisturí con hoja del número 11. En
todas las disecciones se utilizó una solución tampón fosfato (PBS> de Ph de
7,2 a T3 ambiente.
El contenido intestinal, los músculos
internos y la hemolinfa se teñían con azul
observándolos entre porta y cubreobjetos a 1
óptica (Nikon Alphaphot YS>.
dorsoventrales,
de metileno al
00 y 400 A por
los órganos
1 por mil y
microscopia
111.2.2.1. Larvas y ninfas sin alimentar
En una placa de Petri con 1 Occ de PBS se sumergían todos los
ejemplares. Con alfileres entomológicos desgarrábamos las cutículas para
eliminarías por filtración posterior.
El filtrado se recogia en un tubo de ensayo y se centrifugaba a 2500
rpm durante 10 minutos. Una vez desechado el sobrenadante se analizaba
todo el sedimento.
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En los casos en que tuvimos que trabajar con ejemplares muertos, se
hidrataron durante 48h antes de la disección en PBS a temperatura ambiente.
111.2.2.2. Ninfas alimentadas y adultos
Las disecciones se realizaron según una modificación de la técnica
descrita por Encinas Grandes (com. persona!>.
La garrapata se incluía en una gota de PBS con el escudo sobre el
portaobjetos. El primer corte se iniciaba en el borde externo de la base del
capítulo y terminaba en el estigma respiratorio. La operación se repetía en el
lado opuesto y finalmente se unían los límites posteriores de ambos cortes
mediante una sección transversal (Fig. 7>.
Se abría y vaciaba el contenido intestinal. El hipostoma era seccionado
longitudinalmente y las cutículas se retiraban,
111.2.3. Morfología de los distintos estadios larvarios de D. dracunculoides
Se estudiaron 369 filarias obtenidas de la disección de garrapatas (158
microfilarias, 70 larvas de estadio 1, 48 de estadio II y 93 de estadio III> y 35
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microfilarias hemáticas, procesadas por a técnica de Knott modificada, según
describió Acevedo en 1981
Las distintas medidas de las microfilarias y larvas de estadio 1 se
realizaron a 40x con un micrómetro ocular. Los estadios II y III se
inmovilizaron previamente con una solución al 10% de dimetilsulfóxido
(DMSO) en PBS <Lowrie et al., 1978), para dibujarlos mediante cámara clara
adaptada a un microscopio (Leitz SM-lUX> y se midieron con un curvímetro
de planos.
En algunos casos se determinaron los puntos de actividad de las
fosfatasas ácidas en las microfilarias y en los estadios 1 y II según la técnica
descrita por Chalifoux y Hunt en 1971
En base a su morfología dividirnos las larvas obtenidas de la disección
de garrapatas en los siguientes grupos:
- microfilarias: muy semejantes a las hemáticas.
- estadio 1: más largas y gruesas, con una expansión cuticular lateral.
- estadio II: móviles, muy super;ores en longitud y anchura, con la vaina
sólo visible en los extremos.
- estadio III: de gran tamano, sn vaina y con dos expansiones laterales
triangulares en el extremo caudal.
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Las longitudes de cada estadio se agruparon en rangos de 10pm en las
microfilarias y larvas de estadio 1, de 200 pm en las larvas de estadio II y de
400 pm en el estadio III.
111.2.4. Desarrollo larvario de D. dracunculoides en R. sanguineus
En este apartado pretendimos comprobar en qué estadios de R.
sanguineus se desarrollaba O. dracunculoides.
Larvas, ninfas y adultos mantenidos, al menos durante una generación
en condiciones de laboratorio, se intestaron alimentándolas sobre el donador.
111.2.4.1. En larvas
Al iniciar este apartado ya eramos conscientes de que probablemente
la infestación sería letal para las larvas de R. sanguineus. Aún en el caso de
que fuera factible, el desarrollo de D. dracunculoides en su interior, era
improbable -dado el tamaño del estadio infestante- que éste pudiera albergarse
en larvas o ninfas sin alimentar. Por ello supusimos que quizás el nematodo
detuviera su desarrollo hasta que la ninfa se alimentara, en cuyo caso el
estadio III sólo se observaría en ninfas saciadas o en adultos.
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Se utilizaron un total de 1191 larvas de R. sanguineus. Se alimentaron
ad libitum sobre el perro donador <Fig. 8) durante un tiempo medio de 6-7
días, transcurrido el cual e inmediatamente antes de la muda -entre 7 y 11
días después de la recogida- se disecaron las larvas muertas y el 30% <85> de
las vivas. El 70% restante (199) permanecieron en la estufa hasta que
mudaron a ninfas.
Tras el período de prealimentación (día 20 desde la recogida) se
disecaron todas la ninfas muertas (26? ye! 65 % de las vivas (113>. El resto,
se alimentaron sobre conejo. Cuando las 34 ninfas alimentadas mudaron a
adultos fueron disecadas.
111.2.4.2. En ninfas
Las características de su ciclo biológico nos hicieron suponer que las
ninfas jugaban el papel más importante en la transmisión de D.
dracunculoides.
Se alimentaban durante 6-13 días sobre el perro donador (Fig. 9) hasta
que, una vez saciadas, se desprendían. Se estudiaron un total de 726 ninfas,
de las cuales 371 se disecaron antes de la muda y 355 después (181 hembras
y 174 machos).
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Desde la recogida (día 0) hasta 30 días después, se disecaron
diariamente al menos 10 ejemplares (salvo los días 24, 27, 28, 40 y 50>.
Para determinar cuántas de las microfilarias ingeridas
larvas infestantes, se disecaron 50 ninfas el día O y 48
recogida (pr).
evolucionaban a
el día 30 post-
111.2,4.3. En adultos
Aunque por las características de su ciclo biológico, el papel de los
adultos de R. sanguineus en la adquisición/transmisión de D. dracunculoides
debía ser bastante limitado, quisimos comprobar hasta que punto la ecdísis
ninfa-adulto era necesaria para el desarrollo hasta estadio infestante del
nematodo en el vector.
Para evitar el desfase del desarrollo larvario según el momento de la
ingestión desprendimos manualmente las garrapatas adultas (Theis, 1968) a
las 24h de iniciada la alimentación (Fig. 10).
En este apartado se disecaron 198 adultos (91 hembras y 107 machos>
entre los días O y 30 (pr).
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111.3. Transmisión experimental de D. dracunculoides por R. sanguineus
Como trazadores (1 y 2) se utilizaron dos perros de raza Beagle,
hembras, de 6 meses de edad. Desde su nacimiento se mantuvieron aisladas,
en cheniles cerrados con mosquiteras en las ventanas que impidieran el
contacto con posibles vectores. No obstante, mensualmente se realizaron
análisis rutinarios de sangre por e] método de filtración <Difillest”> para
confirmar la ausencia de microfflarias en sangre.
Se utilizaron ninfas de segunda generación de un lote homogéneo
(descendencia de una única hembra> alimentadas durante 6-7 días sobre el
donador (Fig. 11).
Tras la ecdísis, los 93 adultos se dividieron en 3 lotes:
- lote A (28 hembras y 15 machos>
- lote B (28 hembras y 12 machos)
- lote C (6 hembras y 4 machos>
El día 37 (pr> se disecaron los 10 ejemplares del lote C (Fig. 11),
mientras que los lotes A y B fueron alimentados sobre los trazadores 1 y 2,
respectivamente.
Todos los adultos de los lotes A y B recogidos tras la alimentación <día
44) fueron también disecados.
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El trazador 2 fue sacrificado a los 6 meses (pi.> según el método
descrito por Aluja <1985) corroborando su infestación mediante la recogida de
los adultos de D. dracunculoides.
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IV. 1. Mantenimiento de R. sanQuineus en condiciones de laboratorio
IV.1 .1. Período de preoviposición
A pesar de la gran diferencia entre los períodos mínimo y máximo, el
tiempo medio de preoviposición fue bastante homogéneo en todas las
generaciones (4-5,8 días) aunque con tendencia al descenso (Gréf. 2.1>.
En todas las generaciones varias herroras iniciaron la puesta un día
después de desprenderse del hospedador. E periodo de preoviposición más
largo fue de 19 días (53 generación> ya que aunque una hembra de 2a
generación tardó 25 días en comenzar la oviposición su puesta no fue viable
(Tabla 4.1.1).
IV.1.2. Período de incubación
Experimentó un incremento pa~tatino de la l~ generación <16,4 días) a
la 43 <22,1 días>, para luego descender hasta a 6~ generación (18 días) (Gráf.
2.2).
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Los tiempos máximos y mínimos de incubación los presentó la segunda
generación (9 y 35 días), (Tabla 4.1.2>.
A. pesar de la gran dispersión de datos, sólo las generaciones 1~ <16,4
días) y 43 <22,1 días) se alejan algo más de la media global (19,1 días).
IV.1 .3. Período de alimentación de larvas
La alimentación de las larvas se completó entre los 2 y 9 días para
todas las generaciones.
Las primeras larvas saciadas se desprendieron del hospedadora los 2-5
días post-alimentación (pa.> en la 1~ y 33 generación. Entre 3 y 6 días <pa.)
necesitaron como mínimo las larvas de la 6~ generación y de 3 a 7 días (pa.)
las de 28, 38 y 53 (tabla 4.1.31.
La media del tiempo mínimo de alimentación de las larvas experimentó
un ligero incremento (3,3 días en la 1~ generación y 4,67 días en la 6~
generación>, con una ligera inflexión en la 5~ (4,06 días>, mientras que el
tiempo máximo medio de alimentación de larvas se incrementó de forma
irregular: 4,6 días (1~ generación> y 7,4 <43>, para luego descender a 6,7 y 6
días (53 y 6~ generación> (Gráf. 2.3>.
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IV. 1 .4. Período de ecdísis de larvas a ninfas
Las larvas saciadas de la 6~ generación fueron las que tardaron menos
en completar la ecdísis (3 a 7 días). El desarrollo más lento lo mostraron las
larvas de la 38 generación que necesitaron entre 7 y 24 días. Estos valores tan
dispares de las 38 y 68 generaciones (12,2 y 4,7 días, respectivamente)
alteraron considerablemente la media (8,9 días). El resto de las generaciones,
salvo la 58 <6-21 días>, presentaron mayor homogeneidad en los períodos de
ecdísis de larva a ninfas, observándose mínimos de 6-7 días y máximos de 10-
14 (Tabla 4.1.4; Gráf. 2.4).
IV.1 .5. Período de alimentación de ninfas
El período mínimo de alimentación de las ninfas (4-5 días) fue bastante
homogéneo en los lotes más precoces de cada generación, mientras que en
los lotes más tardíos las primeras ninfas saciadas se desprendieron a los 6-7
días (pa), (Tabla 4.1.5).
El período máximo de alimentación fue más variable. Desde los 4 días,
para un lote de la 2~ generación hasta los 16 días para otro de la 48
generación.
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En resumen, la media de los períodos mínimos de alimentación de ninfas
de cada generación se aproximó bastante a la media <5,3 días); mientras que
la media de los períodos máximos fue mucho mas variable <Gráf. 2.5).
IV.1 .6. Período de ecdísis de ninfas a adultos
Los primeros adultos procedentes de ninfas saciadas de 43 y 5~
generación. aparecieron a los 7 días p.a). Las ninfas de la 2~ y 6~ generación
necesitaron para transformarse en adultos, corno mínimo, 9 días y las de 1~
y 33 generación, 12 días <Tabla 4.1.6>.
El tiempo máximo de muda fue también extremadamente variable,
llegando en la 4~ generación (22 dias> a duplicar el tiempo empleado por la 6~
<11 días).
Excepto en la 33 generación 115,2 días), en el resto fue posible observar
una tendencia al acortamiento del período medio de muda de ninfas a adultos,
desde 14,2 a 10 días (Gráf. 2.6>.
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IV.1 .7. Período de alimentación de hembras
En la 2~ generación la primera hembra gráv¡da se desprendió a los 7 días
(pa.). (Tabla 4.1.7.1). El tiempo máximo requerido para alimentarse (30 días>
lo presentó una hembra de 48 generacion.
La media del período mínimo
bastante homogénea (alrededor de 11
ascendente de la l~ a la 4~ generación
después hasta la 68 (8 días), (Gráf. 2.7.
El tiempo máximo de alimentación
(9 días) y se prolongó hasta 30 días en
de alimentación de las hembras fue
días>, si bien presentó una tendencia
(de 9,3 a 15,7 días) para descender
1>.
resultó más breve en la 28 generación
un lote de la 48 <Gráf. 2.7.>.
En las tres primeras generaciones la media del tiempo máximo requerido
para finalizar la alimentación de adultos se acortó aproximadamente 3 días (de
18 a 14,8 días) para ascender bruscamente a 26 días en la 4a generación y
descender a 18 días en la 68 generación.
En la Tabla 4.1,7.2. relacionamos el número de hembras recogidas de
cada lote con los tiempos máximos y mínimos de alimentación. Así se observó
que la hembra mas tardía (30 días de alimentación) fue la única de su lote que
consiguió cerrar el ciclo, en cambio del lote más precoz (7-10 días de
alimentación) se recogieron 16 hembras grávidas.
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IV.1 .8. Duración del ciclo biológico
La Tabla 4.1.8 recoge el tiempo medio mínimo requerido por cada
generación de R. sanguineus para cerrar el cício en condiciones de laboratorio
(sin tener en cuenta los períodos de prealimentación>. Las hembras fueron
capaces de concluir su ciclo en un tiempo medio de 66 días.
Los períodos de preoviposición, incubación, muda de larvas a ninfas,
alimentación de ninfas, muda de ninfas a adultos y alimentación de adultos
experimentan grandes variaciones sin manifestarse ninguna tendencia clara.
Tan sólo el período mínimo de alimentación de larvas parece prolongarse
progresivamente.
El desarrollo completo del ciclo indica que la 33 y 43 generaciones
requirieron períodos de tiempo más prolongados para su desarrollo. La l~ y 2~
generaciones presentaron similitud con la 53, Los períodos más largos se
observaron, en particular, en la preoviposición, tiempo de ecdisis de ninfas a
adultos y tiempo máximo de alimentación de adultos <Tabla 4.1.8>.
El tiempo requerido para completar el ciclo se incrementó de la 1~ a la
43 generación (de 61,7 a 73,6 días> para descender a 67,5 y 54,8 días en la
53 y 6~ generación, respectivamente (Gráf. 2.8!.
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Los períodos de ecdísis, tanto de larvas a ninfas como de ninfas a
adultos fueron mas lentos en la 38 generación, y los períodos de incubación
y tiempos máximos de alimentación de larvas, ninfas y adultos se retrasaron
en la 4~ generación.
Queremos indicar que los datos de la 68 generación deben ser tratados
con precaución dado el bajo número de muestras estudiadas.
IV.1 .9. Influencia de la prealimentac~ón en los períodos de alimentación
Independientemente de la generación a la que pertenecieran, el tiempo
que las larvas requirieron para alimentarse se hizo más breve (2 días> cuando
el período de prealimentación fue de E a 11 días. El tiempo máximo de
alimentación (9 días) se obtuvo con lotes de larvas que se mantuvieron entre
8 y 13 días de ayuno, (Tabla 4.1.91).
Los tiempos máximos y mínimos de alimentación de ninfas (16 y 3 días)
se obtuvieron tras un período de prealirnentación de 10 y 8 días,
respectivamente, (Tabla 4.1.9.2) -
A los 7 días de alimentación se recogieron las primeras hembras
grávidas de dos lotes, con períodos de prealimentacióm de 5 y 12 días. La
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hembra grávida que necesitó 30 días para alimentarse había permanecido en
ayuno 13 días desde que alcanzara el estadio adulto. <Tabla 4.1.9.3>.
No fue posible establecer ninguna relación clara entre la prealimentación
y el período de tiempo que los distintos estadios de desarrollo necesitaron para
alimentarse.
IV. 1.10. Influencia de las reinfestaciones en los períodos de alimentación
Por último, intentamos relacionar los períodos de alimentación (máximos
y mínimos> de los distintos estadios de desarrollo de las garrapatas con el
número de alimentaciones en cada hospedador (Tabla 4.1.10).
Como puede observarse en la Tabla 4.1.10, la posible resistencia que
los conejos desarrollan frente a las garrapatas no parece influir en los períodos
de alimentación de las larvas.
Ei tiempo mínimo requerido por
días> se obtuvo en la segunda infestac
el periodo máximo (14 días> se observ
un lote de ninfas para alimentarse (4,8
¡ón del mismo hospedador, en tanto que
ó después de 6 reinfestaciones.
El período de alimentación de las hembras se prolongó durante 8 días
hasta la 8~ reinfestación del mismo conejo. El tiempo máximo de alimentación
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para una hembra (28 días> lo observamos en un conejo que había sido
reinfestado 14 veces.
IV.2. Morfología de los distintos estadios larvarios de D. dracuncufoides
La longitud total de los ejemplares de cada estadio está incluida en los
siguientes rangos:
- microfilarias flemáticas: 240-258 pm (Gráf. 3.1);
- microfilarias obtenidas de la disección de garrapatas: 200-219 pm
<Gráf. 3.2);
- estadio 1: 280-299 pm (Gráf. 3.3);
- estadio II: 600-799 pm (Gráf. 3.4>;
- estadio III: 1900-2999 pm <Gráf. 3.5>.
Una vez establecidos los rangos de cada estadio, se estudiaron las
filarias incluidas dentro de estos rangos, considerando el resto como fases
intermedias.
IV.2. 1. Microfilarias hemáticas
Las microfilarias hemáticas, procesadas por la técnica de Knott
modificado, presentaron una colonia celular tan intensamente teñida en su
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interior que dificultaba la observación de otras estructuras (Fotog. 3), <Fig.
12>.
La longitud total osciló entre 246 y 258,5 pm y la anchura entre 4 y 6
pm (Tabla 4.2.1.1).
El poro excretor se encontraba a una distancia de 71-lOOpm (33,7%>
del extremo cefálico.
El cuerpo interno de contorno irregular y refringente de 17,5-25 pm
estaba situado a unos 155 pm (56,83 a/o> del extremo anterior.
En el extremo posterior, muy estrecho y puntiagudo, la longitud media
de la cola fue de 45 a 55 pm.
Dichas microfilarias, cuando se procesaron por el método de las
fosfatasas ácidas, experimentaban un pequeño acortamiento, de 22,5-247,5
pm de longitud, (Tabla 4.2.1.2). En el extremo anterior se observó una ligera
actividad enzimática, mientras que el poro excretor, el cuerpo interno y el poro
anal se tiñeron muy intensamente.
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IV.2.2. Estadios larvarios obtenidos de garrapatas
IV.2.2.1. Microfilarias
Estas larvas se tiñeron muy poco y en la mayoría de las ocasiones
observamos alterada su morfología.
La longitud total obtenida fue de 200-217,5 pm y la anchura de 3-7,5
pm (Tabla 4.2.1 .1.).
La única estructura interna diferenciable y no en todas las ocasiones fue
el poro excretor, situado de forma muy variable a 50-91,6 pm del extremo
anterior.
La técnica de las fosfatasas ácidas no aportó nuevos datos al estudio
morfológico de las microfilarias ya que estas no presentaron ningún patrón
homogéneo de actividad enzimática.
IV.2.2.2. Estadio 1
El estadio 1 presentaba el aspecto de una microfilaria rígida,
intensamente teñida y rodeada totalmente, salvo en la región cefálica, de una
expansión cuticular plana, transparente y con finas estrías transversales
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(Fotog. 5), (Fig 12). La longitud total de este estadio oscilO entre 280-296 pm,
(Tabla 4.22.1.>.
El cuello, a 12 pm del extremo anterior, aparecía como un
estrechamiento del cuerpo.
Por transparencia, la porción central de la larva se observaba replete de
núcleos e intensamente teñida, con un grosor máximo de 6,2-1 1,2 pm.
La cutícula aparecía engrosada a ambos lados del cuerpo, desde la
región del cuello hasta el extremo posterior, confiriendo a la larva distinto
aspecto y grosor si esta se observaba dorsoventral <8,7-16,2 pm> o
lateralmente (7,5-15 pml. En el extremo posterior la cutícula sobrepasaba
unos 32-55 pm la cola de la larva teñida.
El esbozo de esófago estaba rodeado por multitud de núcleos. En esta
zona eran más abundantes las células subcuticulares que presentaban un
aspecto triangular.
El poro excretor se abría a 85-1 15 pm del extremo anterior e
inmediatamente debajo se podía observar el núcleo de la célula excéntrica.
El intestino, el recto y el tapón anal no presentaban una definición
nítida, ocupando el interior de la filaria una colonia celular.
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En la mayoría de los casos resultaba difícil observar el poro anal pero
podemos apuntar, en líneas generales, que la longitud de la cola fue de unos
99 pm.
La célula germinal R1, aparecía a 97-106,2 pm del extremo final del
cuerpo, mientras que el resto de las células germinales se encontraban
alineadas posteriormente. Sólo en una ocasión pudimos observar las cuatro
células resultantes de la división de la R a 100pm del extremo posterior.
La última célula de la cola se observó a 23,32 pm del final del cuerpo.
La técnica de las fosfatasas ácidas <Tabla 4.2.2.2), produjo un ligero
acortamiento de las larvas también en este estadio (245-260 pm>. El único
punto con actividad enzimática manifiesta fue el poro excretor, localizado a
68, 7-87,5 pm del extremo anterior.
IV.2.2.3. Estadio II
Las larvas de estadio II, alcanzaron una longitud de 600 a 782 pm y
grosor máximo de 20 a 43,7 pm (Tabla 4.2.3.1; Fotog. 5>.
Algunas de ellas presentaban el soporte peribucal como una
protuberancia redondeada de 5 pm en el extremo anterior.
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El poro excretor aparecía como una masa de aspecto glandular, de
17,5-30 pm, situada a 57,5-142 im del extremo anterior <Fig.12).
En el esófago, ya se hacían evidentes dos regiones de límites poco
definidos. El recto, ocupado en su totalidad por el tapón anal, tenía 22 pm de
longitud y la porción distal se exteriorizaba a través del poro anal. La longitud
de la cola oscilaba entre 35-60 pm.
En algunas ocasiones en el extremo final del cuerpo, podían visualizarse
los esbozos de las expansiones cuticulares cubiertos aún por la vaina.
A pesar de que la actividad enzimática estuvo circunscrita al poro
excretor y al recto, la técnica de las fosfatasas ácidas permitió, en este
estadio, la observación de muchas estructuras: la estriación transversal de la
cutícula se hacía más evidente, la boca estaba en contacto estrecho con la
faringe (anillo muy quitinizado), la primera porción del esófago era un tubo
muy estrecho de 95 pm de longitud rodeado, a veces, por dos grandes masas
entrecruzadas a 36 pm del extremo anterior que dificultaban su observación.
El límite del esófago con el intestino se observaba a 276 pm de la
abertura oral.
El poro excretor, a 96,25-126,2 pm del extremo anterior, (Tabla
4.2.3.2> estaba constituido por tres zonas concéntricas: la primera, externa,
de 15-23,7 pm de diámetro con una ligera actividad enzimática, internamente
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una zona mucho mas teñida que permitía observar un punto refringente en su
centro.
El recto, con una longitud entre 25-50 pm, presentaba aspecto
bilobulado. La longitud de la cola era de 40-93 pm. En algunos casos el labio
superior del ano era prominente.
IV.2.2.4. Estadio III
Como ya hemos indicado anteriormente, las larvas de estadio III no
presentaban vaina, eran muy móviles y en el extremo caudal poseían ya las
dos expansiones cuticulares características de los adultos <Fotog. 6b), (Fig
12).
Los ejemplares estudiados presentaron una longitud comprendida entre
los 1900-2270 pm y una anchura de 20 a 45 um, (Tabla 4.2.4).
En la región anterior se distinguían dos coronas de papilas alrededor de
la boca (Fotog. 6a). La faringe de 7,5 pm estaba muy esclerosada.
El esófago, de 960-1325 pm de longitud, aparecía claramente dividido
en una porción muscular tubular y estrecha y otra una glandular. El límite entre
ambas estaba a 127-250 pm del extremo anterior. La porción glandular del
76
esófago presentaba una terminación bilobulada en contacto ya con el
intestino.
Las paredes intestinales, muy gruesas, apenas permitían apreciar una
estrecha luz que desembocaba en el recto, el cual se abría al exterior por el
poro anal a 40-93 ,um del extremo posterior, (Fotog. 6b).
El poro excretor se situaba
anillo nervioso a 135-155 pm.
a 125-155 ,um del extremo anterior y el
IV.3. Desarrollo de D. dracunculoides en R. sanguineus
IV.3.1. Larvas
En general las larvas saciadas, recogidas tras su alimentación en el perro
donador, presentaban escasa movilidad y aspecto reseco.
Los resultados recogidos en la Tabla 4.3.1 demuestran que el
porcentaje de mortalidad de larvas alimentadas al cabo de los 7-1 1 días de la
recogida fue muy elevado, llegando a superar el 75% <76,1).
El 8,6%<78> de las larvas muertas disecadas presentaron microfilarias
mientras que la disección de 85 larvas vivas fue negativa.
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De las 199 larvas vivas restantes que se transformaron en ninfas en
condiciones de laboratorio, se disecaron las que murieron entre los días 11-20,
y no se hallaron microfilarias. Por otro lado se realizó la disección a 113 ninfas
vivas en las que el porcentaje de parasitación llegó a ser del 4,4%.
Las 60 ninfas restantes se alimentaron sobre conejo, 20 días después
de que fueran recogidas como larvas saciadas. Tras su alimentación y muda,
todos los ejemplares adultos (18 hembras y 16 machos> se disecaron sin
recuperar ninguna microfilaria.
IV.3.2. Ninfas
Las disecciones diarias de ninfas
laboratorio, alimentadas después sobre el
posterior a adultos, reflejan un gran desfase
cultivadas en condiciones de
perro donador y su evolución
del desarrollo de las filarias.
A continuación comentaremos la aparición de los distintos estadios de
desarrollo en los sucesivos días de estudio, (Tablas 4.3.2.la y 4.3.2.lb):
- las microfilarias: se observaron desde el mismo día de recogida hasta
el día 21 (pr>.
- el estadio 1 temprano: no se recuperó ninguna larva de ete tipo.
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- el estadio 1: se encontró en dos hembras, 14 días después de la
alimentación,
- el estadio II temprano: apareció por primera vez en algunas de las
ninfas disecadas el día 7 (pr), llegando incluso a encontrarse en un
macho el día 40 (pr).
- el estadio II: tampoco se observaron larvas de este estadio en ninguna
disección.
- el estadio III temprano: desde el día 6 hasta las últimas disecciones,
se recogieron del hemocele larvas que sobrepasaban los 800 pm de
longitud.
- el estadio III: aparecieron siempre en adultos y en las proximidades de
las glándulas salivares. Estas larvas estuvieron presentes desde el día
13 (pr) hasta el final del estudio.
A menudo, en el mismo adulto encontramos una infestación con larvas
de estadio III coincidiendo con algunas de estadio llIt, En este sentido
destacan los siguientes ejemplares (recogidos aunque no individualmente en
la tabla 3.2.1>:
- día 23: hembra parasitada por 1 larva de estadio lllt y 14 larvas de
estadio III.
- día 26: macho parasítado por 3 larvas de estadio lllt y 24 larvas de
estadio III.
- día 28: macho con 9 larvas de estadio lllt y 12 de estadio III.
- día 30: hembra con 3 larvas de estadio lIlt y 13 de estadio III.
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A lo largo del período de estudio <Tabla 4.3.2.2.) se observaron un total
de 2450 larvas: 2258 microfilarias, 3 larvas de estadio 1, 10 larvas de estadio
II temprano, 70 larvas de estadio III temprano y 109 larvas de estadio III.
Los porcentajes de parasitación oscilaron desde el 44,5% en las ninfas
hasta el 20% en adultos. La máxima parasitación se observó en una sola
ninfa, disecada el día 6 (p.r) en la que se contabilizaron hasta 472
micro filarias.
En resumen, el 32,50k de la todas las garrapatas estudiadas contenían
larvas de D. dracunculoides (Tabla 4.3.2.2>.
La Tabla 4.3.2.3 recoge tos porcentajesdiarios de parasitaciónde ninfas
alimentadas, hembras y machos, demostrándo que este pocentaje no depende
tanto del estadio de las garrapatas como del momento de la disección.
La evolución diaria del porcentaje de parasitación (Gráf. 4.1>
experimentó un descenso paulatino desde los primeros días hasta el final de
la experiencia.
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IV.3.3. Adultos
De los 198 adultos (91 hembras y 107 machos) parcialmente
alimentados (tan sólo 24 horas) sobre el perro donador, el 24,2% presentaban
una infestación por larvas de D. dracunculoides: un 27,5 % de las hembras y
un 21,5 % de los machos <Tabla 4.33.1>.
El número total de larvas observadas <107) se recoge en las Tablas
4.3.3.1: 4.3.3.2a y 43.3.2W:
- microfilarias: no se observaron en ninguna de las disecciones
- estadio It: se recogieron 36 larvas entre los días 1 y 28
- estadio 1: un total de 53 larvas de este estadio aparecieron ya en las
disecciones realizadas inmediatamente después de la recogida de las
garrapatas y se mantuvieron presentes casi hasta el final de ¡a
experiencia (día 26)
- estadio It: ya el día 3 se encontraron larvas de este tipo, llegando a
recuperarse un total de 10.
- estadio II: sólo se recogieron 5 larvas de este tipo, entre los días 15
y 27 de las disecciones
- estadio lllt: en tres ocasiones (días 11, 21 y 13> se recuperaron dichas
larvas de la disección de dos hembras y un macho, respectivamente.
- estadio III: en todo el período de estudio no pudo observarse ninguna
larva de este estadio.
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Al igual que ocurrió en las disecciones realizadas a ninfas infestadas,
observamos que en un mismo ejemplar aparecían distintos estadios de
desarrollo. Podemos destacacar la infestación de un macho con 11 larvas <3
de estadio It y 8 de estadio 1.
Es importante resaltar que las grandes oscilaciones observadas en el
porcentaje de parasitación diario se deben probablemente al bajo número de
muestras estudiado, (Tabla 4.3.3.3 y Gráf. 4.2).
IV.4. Transmisión experimental de D. dracunculoides por R. sanguineus
Para conseguir el fin último de nuestro estudio debíamos demostrar la
capacidad de los adultos de Fi. sanguineus <infestados como ninfas> de
transmitir las larvas infestantes de D. dracunculoidesa los perros “trazadores”.
Una vez recogidos que los ejemplares alimentados en el donador
mudaron la adultos la disección demostró que el 30% del lote C <2 hembras
y 1 macho) estaban intestados por larvas de estadio III. En total se
recuperaron 7 larvas de este tipo.
Sin embargo las disecciones de los adultos de los lotes restantes (A yB)
tras su alimentación sobre los trazadores corroboraron la inexistencia de larvas
de estadio III.
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La microfilaremia se hizo patente en el “trazador” 2 a los 69 días de la
infestación y en el ‘trazador” 1 a los 76 días (Gráf. 5>.
La necropsia demostró la presencia de adultos de D. dracunculoides en
la cavidad peritoneal “trazador 2”. Se recogieron un total de 11 vermes
adultos; 6 hembras y 5 machos.
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V. DISCUSIÓN
V. DISCUSIÓN
V.1. Ciclo biológico de R. sanguineus
A pesar de que la media del período de preoviposición de las distintas
generaciones puede encuadrarse en los rangos aportados por distintos
autores; Nuttal (1915) de 3 a 6 días, Hadani et al. (1969) de 4 a 9 y
Sweatman (1967) de 8 a 14; nuestros datos, inferior y superior (1 y 19 días,
respectivamente), sobrepasan con mucho estos límites. Esta gran dispersión
pudiera justificarse en las primeras generaciones debido al diverso origen de
las hembras (6 lineas diferentes en la 2~ generación y 3 en la 3a)• A partir de
la 43 generación todos los ejemplares presentaban un origen común por lo que
los altos valores de la desviación estándar pudieran ser debidos a una gran
variabilidad individual.
Hadani et al. (1969) obtuvieron períodos de incubación más cortos, a
28
0C, que los observados, a 300C, por Nuttal (1915) y los resultados
obtenidos en nuestro trabajo. Estos datos contradicen la teoría de Heath
(1979> que considera que entre 18 y 38W un incremento de la temperatura
produce un acortamiento del período de incubación.
El tiempo mínimo necesario para la alimentación de larvas de todas las
generaciones fue bastante homogéneo (2-3 días) y se ajusta perfectamente a
los valores propuestos por otros autores, independientemente del hospedador
utilizado <Nuttal, 1915; Hadani et al., 1969). Sólo en la 4¿ y 5~ generaciones
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el tiempo máximo de alimentación (9 días) sobrepasó en 24 horas lo apuntado
dichos autores.
En nuestras condiciones de estudio, el tiempo requerido por las larvas
saciadas para mudar a ninfas fue extremadamente variable, no pudiendo
establecerse ninguna relación entre los distintos valores de las sucesivas
generaciones. Para Heath (1981), el período de muda a ninfas es inversamente
proporcional a la temperatura, mientras que, nuestros tiempos medios de
ecdísis (4,7-1 2,2 días> no sólo fueron mayores a los obtenidos por Nuttal
(191 5>(3-7 días) a la misma temperatura (30W) sino que igualaron y en
algunos casos <3a generación) sobrepasaron los aportados por Hadani et al.,
(1969) a 28W (6-11 días).
El tratamiento estadístico de los resultados puso de manifiesto una
variación estándar muy elevada ¡oque corrobora la gran variabilidad individual,
especialmente en la 3a generacion.
El tiempo mínimo de alimentación de las ninfas (4-7 días> fue uno de los
períodos más estables a lo largo de las distintas generaciones, el tiempo
máximo de alimentación osciló entre los 10 y 16 días, siendo ambos datos
superiores a los 3 y 9-7 días aportados por otros autores <Nuttal, 1915 y
Hadaní et al., 1969).
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El tiempo medio de muda de ninfas a adultos, fue mínimo en la 6a
generación (11,7 días>, concordando con los 11-12 días aportados por Nuttal
<1915>. La 33 generación presentó el tiempo medio más largo <15,2 días>, si
bien estaba incluido dentro de los rangos normales, de 14-18 días, propuestos
por Hadani et al. (1969), con algunas inflexiones, el período de ecdísis ninfa-
adulto presentó una tendencia al acortamiento en las sucesivas generaciones
(de 14,2 a 10 días).
Los tiempos mínimos de aumentación de hembras se mantuvieron
dentro de los valores obtenidos por los autores anteriores (7-21 días). Las
elevadas desviaciones estándar siguen indicando la gran variabilidad individual
que parece existir. La media del período de alimentación mínimo de las
hembras ascendió de la 1a a la Q generación, alcanzando valores mínimos en
la 6a generación (8 días>. No obstante este dato debe ser tratado con
precaución ya que es el resultado de la observación de una única hembra.
Neitz et al., (1972> citan a R. theileri como la especie de este género de
mayor período de alimentación de adultos <26 días>. Sin embargo nosotros
observamos, que si bien no es la norma, algunas hembras de Fi. sanguineus
pueden mantenerse sobre el hospedador períodos de tiempo iguales e incluso
mayores a los 26 días (tal es el caso de una hembra de la 43 generación que
necesité un mes para alimentarsel.
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El número de hembras que se alimentaban a la vez tampoco influla
sobre el tiempo de permanencia en el hospedador.
Según nuestros resultados el período de prealimentación no tiene
ninguna influencia sobre el tiempo de alimentación.
El tiempo requerido para completar el ciclo biológico <sin tener en
cuenta la prealimentacióní se mantuvo siempre dentro de los rangos
establecidos por Nuttal (1915> y Hadani et al., (1969>.
La principal característica observada fue la marcada variabilidad
individual. A pesar de que nuestras medias, en general, se aproximaron
bastante a los datos de otros autores, nuestros límites los superaban
ampliamente.
A la vista de nuestros resultados parece que existe un período de
“aclimatación”, siempre dentro de los límites normales, a las condiciones del
laboratorio, que prolonga algunos períodos del ciclo biológico desde la 1a hasta
a la 4a generación, para volver paulaunamente a los valores iniciales en
generaciones sucesivas.
Los períodos mas estables a lo largo de todo el estudio fueron los
períodos de alimentación de larvas y ninfas.
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Por lo tanto, podemos afirmar que el mantenimiento de It sanguineus
en condiciones de laboratorio (a 30W y con una HA del 90 %) durante 6
generaciones no produce variaciones indicativas en la duración de los distintos
períodos de desarrollo estudiados. Factores, como el periodo de
prealimentación, el número de hembras alimentadas o la alimentación repetida
sobre un mismo hospedador, tampoco parecen influir decisivamente. Otros
parámetros, como el porcentaje de alimentación, peso de los ejemplares
alimentados o número y viabilidad de la puesta y en definitiva a la capacidad
para culminar el ciclo biológico, sí pudieran verse afectados por los parámetros
estudiados.
V.2. Morfolouía de los distintos estadios de O. dracunculoides
V.2.1. Microfilarias heméticas
Las longitudes totales que nosotros observamos (240-259 pm) son
notablemente superiores a las indicadas por Raillet et al (1912), Fraga de
Azevedo (1942> y Rioche (19601; pero muy semejantes a las de Marconcini
y Macchioni (1980>, Ortega-Mora et al. (19891 y Vaicárcel et al. (1990). Esto
es debido, probablemente, a que mientras los primeros realizaron las medidas
de las filarias en extensiones de sangre tras fijarlas y teñirlas, nosotros, al
igual que el resto de los autores, las procesamos por la técnica de Knott
modificada
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Una excepción a lo expuesto la constituyen los resultados aportados por
Leger (1911), el cual tras la fijación y tinción con Giemsa obtuvo microfilarias
con medidas superiores al resto de los autores.
Por otro lado, la actividad de las fosfatasas ácidas nos permite
corroborar las características observadas mediante la técnica de Knott, con la
tinción del poro excretor, el cuerpo interno y el poro anal, como describe
Ortega-Mora et al., 1989. Con esta técnica, las microfilarias experimentan un
acortamiento semejante al encontrado por otros autores tras la tinción de las
larvas por métodos convencionales (salvo los datos de Leger, 1911>.
Las estructuras estudiadas, una vez subsanado el error que conllevan
las variaciones de tamaño, mediante la obtención de porcentajes, presentan
localizaciones semejantes a las señaladas por Fraga Acevedo (1942), Rioche
(1960) y Ortega-Mora, et al., (1989>. La ligera variación entre nuestros datos
y los del resto de los autores es, sin duda, la utilización de distinto punto de
referencia al determinar la distancia desde el cuerpo interno hasta el extremo
anterior de la larva.
La técnica de Knott que, por la acción de la formalina, mantiene
completamente rectilíneas a las filarias, parece el método más sencillo y fiable
para la determinación de su morfología. Las extensiones de sangre fijan las
microfilarias en movimiento entre los glóbulos rojos, dificultando su medición.
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La técnica de las fosfatasas ácidas no parece aportar nuevos datos de
las microfilarias hemáticas, si bien, permite confirmar la localización y
morfología de estructuras ya observadas.
V.2.2. Estadios larvarios obtenidos de la disección de garrapatas
V.2.2.1. Microfilarias
La longitud (200-219 pm> de estas microtilarias experimenta un claro
acortamiento al compararlas con las microfilarias obtenidas de la sangre del
hospedador definitivo.
El hecho de que muchas de ellas aparezcan con la cutícula alterada o
plegada, que la colonia celular interna no se tilia y que la única estructura
observable sea el poro excretor, nos hace suponer que se trata de formas en
degeneración. Comprobamos este hecho, confirmando que dichas larvas no
presentaron ningún patrón fijo de actividad enzimática.
V.2.2.2. Estadio 1
Con respecto al de la microfilaria, el estadio 1 experimenta un ligero
incremento de longitud y un considerable aumento de grosor. La principal
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característica diferencial entre la microfilaria y el estadio 1 es que este último,
quiescente, presenta una expansión lateral a lo largo de toda su Jongitud
excepto en la cabeza.
Al igual que en el estadio anterior, la colonia celular interna enmascara
el resto de las estructuras ‘y sólo es posible observar el poro excretor que
conserva una distancia respecto del extremo anterior del cuerpo (115 pm>
semejante a la de la microfilaria. Este poro excretor es el único con actividad
a las fosfatasas ácidas.
V.2.2.3. Estadio II
Este estadio sigue los patrones descritos por Ram (1972> paraD. vitae,
experimentando un gran aumento de tamaño con respecto del estadio anterior.
Hay que señalar que las medidas que aportó el autor para el estadio II de O.
vitae (longitud de 700 pm, anchura de 25 pm, distancia del poro excretor al
extremo cefálico de 110 gm> se encuentran comprendidas dentro de los
limites que nosotros obtuvimos trabajando con O. dracunculoides (longitud
600-782 pm, anchura máxima del cuerpo de 20-44 pm y distancia del poro
excretor al extremo cefálico de 57,5-142 pm). Este hecho dificulta la
diferenciación entre ambas especies en esta fase de desarrollo.
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El esófago, ya formado, comienza a estructurarse en dos porciones, una
muscular <anterior> y una glandular (posterior> y se delimita con el intestino
que desemboca en el recto (ocupado por el tapón anal).
La técnica de las fosfatasas ácidas es, en este caso, decisiva para
establecer la morfología de órganos como el poro excretor, el esófago
muscular y el recto.
V.2.2.4. Estadio III
En nuestros estudios hemos observado que la longitud media de estas
larvas (2076 pm) es inferior a las establecidas por Nelson (1963> y Bain
(1972) para el mismo estadio y especie. No obstante, hay que tener en
cuenta, que algunos de nuestros ejemplares sobrepasaron los 2600 pm,
valores superiores a los observados por el resto de los autores.
Por otro lado, la anchura máxima del cuerpo de la larva III (20-45 pm)
coincide con los obtenidos por 8am, 1972. Dentro de nuestros rangos de
longitud de faringe (7pm) y esófago (960-1325 pm) están también incluidos
los aportados por dicho autor. Sin embargo, encontramos el poro excretor más
próximo al extremo anterior del cuerpo <125-155 pm) y el anillo nervioso más
alejado (135-155 Pm>.
93
La longitud de la cola de nuestros ejemplares es también más corta que
la descrita por otros autores.
V.3. Desarrollo de O. dracunculoides
V.3.1. En R. sanguineus
V.3.1.1. Larvas
A la vista de la elevada mortalidad y del mal aspecto que presentaban
las larvas recogidas tras su alimentación sobre el perro donador, supusimos
que las larvas que habían ingerido microfilarias con la sangre, no sobrevivían
a los primeros días post-alimentación. Esta teoría fue demostrada con las
disecciones realizadas entre los días 7 y 11 después de su recogida, ya que
sólo se obtuvieron microfilarias de las larvas muertas.
En cambio, las disecciones realizadas al mismo lote de larvas tras la
muda a ninfas, demostraron que la infestación no era tan letal como habíamos
supuesto en un principio y que el 40/o de éstas ninfas estaban infestadas con
microfilarias. El hecho de que el día 20 post-alimentación, las microfilarias no
hubieran evolucionado podía indicar dos cosas: que eran formas en
degeneración o bien que las filarias necesitaban que las ninfas se alimentaran
para continuar su desarrollo.
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El no encontrar filarias en los adultos, que se infestaron en estadio de
larvas, nos impidió confirmar este punto. Sin embargo consideramos, que si
bien no podemos descartar que las larvas de R. sanguineus actúen como
vectores de O. dracunculoides, sí podemos asegurar, a la vista de nuestros
resultados, que su importancia epizootiológica como transmisores de esta
filaria, es prácticamente nula, al contrario de lo observado por otros
investigadores <Petit et al., 1988; Spratt y Haycock, 1988? trabajando con
infestaciones de larvas de R. sanguineus con distintas especies de
Cercophitifilaria.
V.3.1.2. Ninfas
Dado que sólo el 5% de las microfilarias ingeridas evolucionaron a
larvas de estadio III, es de suponer que la mayor parte de las que aparecieron
entre los días O y 21 (pr), fueran formas en degeneración, como ya
señalábamos en el apartado que dedicamos al estudio de su morfología.
Además, la escasez de estadios intermedios (1 y II) observados alo largo
de la fase experimental parece indicar que con nuestra técnica de disección el
acceso a su localización intracelular resulta imposible.
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El distinto grado de desarrollo de las filarias, según el día de ingestión
de las mismas, se puso de manifiesto cuando observamos larvas de estadio
lllt el día 6 (pr).
En un principio, las larvas de estadio Mt aparecían aisladamente,
mientras que al final de la experiencia podíamos recuperar varias en un mismo
individuo.
Sólo se encontraron larvas de estadio III en adultos que habían adquirido
la infestación como ninfas. Este hecho nos hizo suponer que, probablemente,
el momento clave en el desarrollo de la filaria fuera el paso de estadio lllt a
estadio III y que dependía de la ecdís¡s ninfa-adulto.
En cuanto al sexo de las garrapatas infestadas, en los porcentajes de
parasitación estudiados para adultos de R. sanguineus infestados durante su
alimentación como ninfas, no hubo diferencia entre los machos y las hembras.
Las variaciones observadas son posiblemente debidas, tanto al bajo número
de muestras de cada sexo analizadas diariamente como al día en que se
realizaba la disección.
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V.3.1.3. Adultos
Las disecciones de adultos de R. sanguineus que habían permanecido
sólo 24 horas sobre el perro donador pretendían en primer lugar minimizar el
solapamiento del desarrollo de las filarias en el vector y en segundo lugar,
comprobar si era o no imprescindible la ecdísis a adulto para permitir que las
larvas de D. dracunculoides se desarrollaran a larvas de estadio III infestantes.
Así pudimos comprobar que la larva de estadio 1 aparece al cabo de las
24 horas de iniciada la alimentación de la garrapata. El hecho de que este
estadio se mantuvieron casi hasta el final de la experiencia indica que, algunas
larvas nunca evolucionan o bien, que su desarrollo se hace de forma
escalonada.
Las primeras larvas de estadio II debían aparecer antes del día 10, ya
que la primera larva de estadio ¡It se observó el día 11, aunque este punto no
pudo ser demostrado.
El porcentaje de parasitación fue algo superior en las hembras (27,5 %)
que en los machos (21,5 %), lo que nos hace suponer que estas son
ligeramente más susceptibles a la infestación.
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V.3. 2. Evolución
V.3.2.1. Microfilarias
A la vista de nuestros resultados, se demuestra la predisposición
individual de R. sanguineus como vector de esta filariosis a la que ya hizo
referencia Kartman en 1953.
Se observaron microfilarias de D. dracunculoides en larvas y ninfas de
Fi. sanguineus pero nunca en los adultos alimentados durante 24 horas. Sin
embargo, disecciones realizadas en experiencias previas demostraron que
adultos alimentados hasta la saciedad presentaban también microfilarias en su
interior. Pero como ya hemos indicado, el estudio morfológico de las
microfilarias obtenidas de las disecciones de garrapatas demostró que estas
eran en su mayoría formas degeneradas. Por ello consideramos que la
infestación de Fi. sanguineus por O. dracunculoides tiene un carácter
autolimitante semejante al descrito por Chavaud et al. (1986) para Onchocerca
volvulus: cuando el número de microfilarias ingeridas era bajo (adultos
alimentados durante 24 h) todas ellas se desarrollaban; mientras que cuando
la infestación era mayor en ninfas saciadas muchas de las larvas morían.
Las larvas de R. sanguineus no permiten el desarrollo de las
microfilarias, las cuales degeneran en todos los casos, aún cuando lleguen a
mudar a ninfas.
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V.3.2.2 Estadio 1
Pudimos recuperar larvas de estadio 1 ya en tas primeras disecciones.
Este hecho nos hace suponer que el desarrollo se inicia tras la ingestión de la
microfilaria por la garrapata y que no requiere que ésta haya finalizado su
alimentación; como indican Spratt y Haycock (1988) en Cercophitifilaria
johonstoni para distintas especies del género Ixodes.
V.3.2.3. Estadio II
Con los datos obtenidos no podemos estabí
su aparición, aunque es de suponer que lo haga
primera larva de este estadio se recuperó el día 1
ecer el momento exacto de
hacia el día 10. Si bien la
5 <pr).
V.3.2.4. Estadio lii
Las primeras larvas infestantes se recuperaron, en las proximidades de
las glándulas salivares, tras la disección de las ninfas a los 14 días de la
recogida y una vez que habían mudado a adultos.
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A la vista de nuestros resultados se deduce que el paso de larva de
estadio Itt a estadio III es clave en el desarrollo de esta filaria, necesitando el
estímulo de la ecdísis ninfa-adulto.
V.3.3. Localización en el artrópodo
Las microfilarias se ingieren con la sangre y una vez que están en el
intestino medio, inician su desarrollo. La localización intracelular de las larvas
no ha podido ser establecida con los medios a nuestro alcance, sin embargo,
teniendo en cuenta trabajos de otros autores (Petit et al., 1988 y Spratt y
Haycock, 1988) y el hecho de que necesiten de la muda del vector para
finalizar su evolución, nos hace suponer que pudieran localizarse a nivel
subepidérmico o muscular.
Las larvas de estadio III temprano son fácilmente visibles en la cavidad
del cuerpo del artrópodo y las formas infestantes se encuentran en las
proximidades de las glándulas salivares.
V.4. Papel vectorial de R. sancuineus en la transmisión de O. dracunculoides
Nuestros resultados confirman, experimentalmente, la hipótesis de Bain
(1972> que propone a R. sanguineus como vector de O. dracunculoides.
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El período de prepatencia que hemos observado para esta filariosis es
similar al de la infestación por Dipetalonema reconditum; es decir, entre 2 y
3 meses (Farnelí et al, 1978 y Lindemann et al, 1984>.
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VI. CONCLUSIONES
VI. CONCLUSIONES
V. La duración de los diferentes períodos del ciclo biológ¡co de It
sanguineus (preoviposición, incubación, alimentación de larvas, ninfas y
adultos; y ecdísis de larvas a ninfas y de ninfas a adultos) no se modifican al
mantener esta especie durante 6 generaciones en condiciones de laboratorio.
2~. Las microfilarias de D. dracunculoides pueden iniciar su desarrollo
tanto en ninfas como en adultos de R. sanguineus.
33 Las larvas de estadio 1 de D. dracunculoides miden entre 280 y 299
pm de longitud y de 8,7 a 16 pm de anchura. Son envainadas, con una
expansión cuticular que las rodea completamente, excepto en la cabeza. Sus
órganos internos no están definidos.
Las primeras larvas de estadio 1 se encuentran en el intestino de las
garrapatas a las 24 horas de iniciada su alimentación de estas.
43 Las larvas de estadio II de O. dracunculoides son envainadas, con
una longitud de 600 a 782 pm y una anchura que oscila entre los 20 y los 44
pm. El aparato digestivo está completamente desarrollado: esófago, intestino
y recto con el tapón anal.
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53• Las primeras larvas infestantes aparecen en el hemocele a partir del
día decimotercero después de transcurrido el periodo de alimentación y tras
la ecdisis ninfa-adulto del vector. Este paso resulta indispensable para el
desarrollo de las larvas de D. dracunculoides hasta alcanzar el estadio III.
6a• Se ha confirmado experimentalmente la transmisón transestádica
<ninfa-adulto) de R. sanguineus, de perros infestados por O. dracunculoidesa
perros sanos.
73 Aunque se necesitan estudios de mayor duración puede decirse que
el periodo de prepatencia de la infestación de D. dracunculoides en el perro es
de 69-76 días.
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Relación
entre
el
número
de
hembras
grávidas
re
cogidas
y
los
tiem
pos
de
alim
entación
<días)~
Tiem
po
de
Atim
.de
A.
de
rávidas
M
m
.
Máx.
25,2
30
1
-
12
2
14,7
19
3
1
2
,3
2
0
,3
4
1
5
2
5
,5
5
12
22
6
9
18
7
10,7
23,7
8
9
24
9
16
21
11
97,57
9
,59
20
19
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4.1.7.2
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influencia del período de prealimentación
en el tiempo de alimentación de las larvas <días)
Prealimentación
Tiempo de Alimentación
Mm. Máx.
1 5 7
2 4 5
3 4 7
4 4 6
5 2 7
6 2 8
7 3 8
8 2 9
9 3
10 4 6
11 2 6
12 3 7
13 5 9
14 3 8
16 3 6,5
17 3 6
TABLA 4.1.9.1
Influencia del período de prealimentación en el tiempo de alimentación de las
ninfas (días>
Prealimentación
Tiempo de Alimentación
Mm. Máx.
6 6 13
7 4 11
8 3 13
9 4 13
10 4 16
11 4 9
12 5 8
13 5 13
14 4 8
15 5 13
16 7 14
17 5 9
18 6 11
19 5 7
24 6 8
31 5 9
38 6 10
TABLA 4.1.9.2
Influencia del período de prealimentación en el tiempo de alimentación de los
adultos (días)
Prealimentación Tiempo de Alimentación~ Máx.
4 22 30
5 7 9
6 16 16
8 11 18
11 9 24
12 7 28
13 8 30
14 8 22
16 16 18
17 9 22
18 9 17
20 9 22
21 14 23
23 12 14
25 10 10
27 8 18
48 9 25
50 9 20
51 16 21
78 9 26
TABLA 4.1.9.3
Períodos de alimentación de R. sanguineus según e) número de reinfestaciones en el
hospedador (días>
Alimentación
Ninfas
I AlimentaciónLarvasInfestación Mm Máx.__j Mm AlimentaciónAdultosMáx. Mm Máx.
1 4 5,9 5,8 7
2 3,8 6 4,8 10,3 8 9
3 7 8,3 5 8,2 13 16
4 3,3 5,5 5 7,7 8 15,4
5 3,5 5,3 5 9,3 10 22
6 3 4,5 5,5 9,8 9,3 21
7 4,3 8,3 7 14 10 22
8 4,5 6,5 6,5 10,5 8 18
9 3,3 6,3 6 14 10,5 15,5
10 5 7 12,5 23
11 4,7 6,3 6 10
12 6 11,3 8,5 9
13 3,3 8 10 11
14 6 8 16 28
15 4,5 7,5
TABLA 4A.10
1Morfologia de las microfilarias de D. dracunculoides
(en fresco)
Mícrofilarias hemáticas Mícrofilarías de disección
MmiMáx.
1
Mii.>. Mcd. Desv,
Est
Máx.
1.
Mcd
-
Des
y.
Est.
Long. 258,5 246 252,5 4,66 217,5 20
0
210
.4
5,5
1
Anch. 6 4 5 0,54 7.5 3 4,8 0,7
2
Dist.
Pexc.-
Paní.
100 70,8 85,4
(33.7%
10.61 91,63 50 82,
27
(39.
1%l
13,
41
Long.
Cmi.
25 17,5 22,4
(8,87%
228
Disí. C.
¡rit-P.
ant.
156 152,3 154,8
<61,31%
4,21
Long.
coJa
55 45 48,4
<80,83%
3,89
TABLA 4.2.1.1
Morfología de las microfilarias hemáticas de D. dracunculoides
(técnica de tas Fosfatases Midas>
pm Máx. Mm. Med.
Long 247,5 222,5 232,1
Anch. 5 5 5
Dist. P.exc-P.ant. 77,5 70 74
(31,9%)
Long. C.interno 25 20 22,25
<9,58%)
Dist. C.int-P.ant. 147 130 139,2
(60%>
Long. cola 57,5 37,5 47,5
<79,45%>
TABLA 4.2.1.2
•1.~ 1.
Morfología del estadio 1 de D. dracunculoides (en fresco>
pm Máx. Mm. Med. Desv.
Est.
Long. 295,9 280 287,7 5,12
Anch. máxima total
<frontal)
16,25 8,75 12,» 1,79
Anch. máxima total
(lateral>
15 7,5 2,13
Anch. máxima
cuerpo
11,25 6,25 &.32 1,27
Anch. cabeza 15 6,25 10,19 2,08
Anch. cuello 10 6 7,4.6 1,22
Long. vaina 55 32 4-2,21 5,25
Anillo N-
P. Anterior
67,5 65 %,26 1,25
Long. esófago 90 90
P. excretor
P. Anterior
114,94 84,96 93,4
R1-CoIa 106,25 97,5 101.SB 4,38
R2-Cola 93,75 90 9188 1,88
R3-Cola 83,75 83,75 83,75
R4-Cola 72,5 72,5 7Z5
Long. cola 98,9 98,9 98,9
TABLA 4.2.2.1
.1:1
Morfologra del estadio 1 de D. dracunculoides
<técnica de las Fosfatasas Acidas>
Mm.
Long. 260 245 2548
Anch. máxima
total (frontal) 14,4 12,5 13,3
Anch. máxima
cuerpo
11,2 8,7 9,4
Long. vaina 40 30 337
P. excretor-
P. Anterior
87,5 68,7 79,4
TABLA 4.2.2.2
Morfología del estadio II de D. dracunculoides
<en fresco>
pm Máx. Mm. Med. Desv.
Est.
Long. 782 600,5 691.6 56.5
Anch. máxima
Cuerpo
43,7 20 26,~1 5,7
Long. vaina 30 10 20,3 8,1
P. excretor-P.
Anterior
142 57,5 88,7 27,3
Long. P.
excretor
30 17,5 24,6 4,7
Long. cola 60 35 53 8,30
Anch. cuerpo P.
anal
37,5 19 27.7 5,5
TABLA 4.2.3.1.
Morfología del estadio II de O. dracunculoides
(técnica de las Fosfatasas Acidas)
pm Máx, Mm. 1_Med.
Long. 692,5 653,6 657,4
Anch. máxima
cuerpo
36,25 30
P. excretor-P.
Anterior
126,2 96,25 1071
Long.
P. excretor
23,7 15
Long. cola 93 40
Anch. cuerpo P.
anal
41,3 33,7
TABLA 4.2.3.2
Morfología del estadio III de D. dracunculoides
pm
Máx. Mm. Med. Desv.Est.
Long. 2270 1900 2O7L~S 118,88
Anch. máx.
cuerpo
45 20 27,12 4,18
Anch. cabeza 30 22,5 26,49 2,34
Long. esófago 1325 960 1091,43 114,17
Anch. poro
anal
25 12,5 20,02 3,67
Long. cola 93 40 74,27 12,57
TABLA 4.2.4
Desarrollo de D. dracunculoides en larvas
infestadas de R. sanguineus
LARVAS ALIMENTAJ-~S
ECDiSIS LARVA-NINFA
NINFAS
Viva. VLa Miserias disecadasMuertas %d j%deparasut:c,:n MF % de aI,rn.o:ac,dn
199 ¡113 26 26 ¶31 !II1III~I 666
ECDiSIS NINFA-ADULTO
ADULTOS
Vivo. Vivos ¡ Mueno Muertos 4 de moriaI~dad ¡ % de paratitacíól.> MF
disecado, 1 disecados 1 1 V,vas Muertas ~ 1
~
TABLA 43.1
II i 1
Desarrollo de O. dracunculoides en ninfas de R. sanguineus infestadas
[Ola1 E.
Gar.
G.
JJ Par.
MF Eh E.I EIh E.u E.IIIt¡ Elil
O N 50 45 860
1 19 14 126
2 N 23 ¶3 66
3 31 14 ¶33
4 N. 24 9 20
5 N 25 10 69
6 N. 24 7 466 1
7 N. 25 9 108 3 ¶
8 N. 33 12 24 3
9 24 11 76 2
10 N. 40 10 94 1
11 N 14 5 6
9 9 0
3 5 4 2 2
12 N 19 3 42 1
Y 9 3 2 1
¿ 13 4 4 2
13 N. 10 2 1 1
9 5 1 91
e 5 1 1
14 N 2 0
Y 12 4 1 3 1
¿ 2 3 1 2
15 N 2 1 1
9 5 2 6 1
10 4 7 1
16 N. 2 0
9 10 4 9 4
3 6 1 23
17 9 3 0
¿ 7 3 10 1
TABLA 43.2.la
Desarrollo de D. dracunculoides en ninfas de R. sanguineus infestadas
OCa Gar. ¡NO
Y 5
0. MF E.It E.I EAIt E.U EAIIt
¶8 1 1
¿ 11 2 1 1
19 N. 2 0
9 13 3 5
18 2 8
20 9 10 2 1 3
¿ 8 4 4 4 4
21 9 12 3 4
¿ 13 2 27
22 N. 2 0
Y 21 2 2
¶0 0
23 * ¶2 7 7 74
¿ 6 ¶ 1
24 9 ¶ 7 1
e o
25 9 6 1 6
¿ 6 0
26 9 3 1 1
¿ 7 0
27 ¿ 3 1 3 24
28 9 3 0
¿ 3 1 9 ¶2
29 9 5 0
¿ 5 0
30 9 26 3 3 41
¿ 22 0
40 9 1 1 1
¿ 4 1 1
50 Y ¶1 2
¿ 3 1 4 1
TABLA 432½
Larvas de D. dracunculoides obtenidas
de ninfas de A. sanguineus infestadas
¡_____________Disecciones N. ¡TOTAL]174 726371 181
G. parasitadas 165 35 35 235
% parasitación 44,5 19,3 20,1 32,5
MF 2142 28 88 2258
E.U O O O O
EA 0 3 0 3
E.llt 6 1 3 10
E.U O O O O
E. lIlt 7 32 31 70
E. III 0 63 46 109
TABLA 4.3.2.2
Porcentaje diario de parasitación en la infestación
de ninfas de R. sanguineus.
Iffiw
90
73,7
56,5
45,2
37,5
40
29,2
36
36,4
45,8
25
0 80 32,1
12 15,8 33,3 30,8 24,4
20 20 20
23,1 11,1 15,1
20 50 33,3
25 15,4 20
9,5 0 6,1
8,3 16,6 11,1
100 0 14,3
20 0 10
33,3 14,3 20
o o o
0 33,3 16,7
o o o
11,5 0 6,2
100 25 40
18,2 33,3 21,4
TABLA 4.3.2.3
Larvas de D. dracunculoides obtenidas de
la infestación de adultos de R. sanguineus.
9 d JTotal
Disecciones 91 107 198
G. parasitadas 25 23 48
% parasitación 27,5 21,5 24,2
N0 E. It 32 4 36
N0 E. ¡ 24 29 53
N0 E. Ilt 4 6 10
N0 E. II 2 3 5
N0 E. lllt 2 1 3
TABLA 4.3.3.1
Desarrollo de D. dracunculoides en adultos de R. sanguirteus.
Día N0DIS MF{ E. E,l E.llt Elí ~E.IlltIE.lIlITotal
0 9 6 1 1
8 3 1
1 9 3 7 2
3 1 1 1
2 9 4 6 6 2
3 1 0
3 9 4 5 2 1 3
3 1 0 0
4 9 5 1 1 2
3 6 1 1 ¡
5 9 6 2 1
3 6 1 1 1 3
6 9 2 0
3 2 1 1
7 9 1 2 1 1
3 3 1 1
8 9 3 1 1
3 2 1 1
9 9 3 1 1
3 2 0
109 3 0
3 2 2 2
11 9 1 2 1
3 2 0
12 9 0
139 2 0
3 8 3 2 1 1
149 2 1 1
3 3 3 2
159 2 1 1
3 3 1 2 1
169 1 0
3 1 1 1 1 1
TABLA 4.3.3.2a
Desarrollo de D. dracunculoides en adultos de R. sanguineus.
Día 1jJjjj§j~MFJ E. El E.llt Eh EAIItiE.hIhi Total
17 9 0
3 2 3 8
189 1 1 4 1
3 5 3 1 4
199 5 1 5 1
¿ 8 1 1
209 5 0
3 6 0
21 9 4 1 1 1
3 6 1 1
229 5 0
3 5 1 1
239 2 0
3 4 1
249 3 0
3 1 0
259 5 1 1 0
3 5 0
269 2 2 1
3 8
279 6 1 1
3 4 0
289 4 2 0
3 6 0
293 3 0
309 1 0
3 3 0
TABLA 43.3.2b
Porcentaje diario de parasitación en la infestación de adultos de R. sanguineus.
Día 9 ¿ Total
0 16,6 12,5 14,3
1 66,6 100 75
2 50 0 40
3 75 0 60
4 40 16,6 27,3
5 16,6 50 33,3
6 0 50 25,5
7 100 33.3 50
8 33,3 50 40
9 33,3 0 20
10 0
11 100
12
13 0
14 50
15 50
16 100
17
18
19
20
21 25 20
22 0 10
23 0 0
24 0
25
26
27
28
29
30
TABLA 4.3.3.3
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